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Die Kryo-Elektronentomographie (Kryo-ET) ermöglicht als einzigartige Methode die 
dreidimensionale Visualisierung der makromolekularen Struktur von Eis-eingebetteten 
Zellen in ihrem nativen Zustand [Baumeister 2005; Leis et al. 2009]. 
Ziel dieser Arbeit war es einen universellen Einsatz der Kryo-ET bei eukaryotischen 
Zellen zu ermöglichen. Dazu wurden neue Ansätze entwickelt bzw. bestehende Methoden 
optimiert. 
Da bei der Anwendung der Tomographie die Probendicke mit jedem Kippwinkel 
zunimmt, gilt momentan die Probendicke (< 1 µm) als limitierender Faktor bei der Kryo-
ET. Während prokaryotische Zellen nahezu routinemäßig mittels Kryo-ET untersucht 
werden können, ist dies bei eukaryotischen Zellen nur partiell in peripheren Arealen oder 
Ausläufern der Zelle möglich. Dies konnte anhand der Untersuchung von intakten, 
pluripotenten Stammzellen (P19 Zellen) bestätigt werden. Aufgrund ihrer neuronen-
ähnlichen dendritischen Morphologie können diese dünnen Bereiche mit dem 
Elektronenstrahl durchdrungen werden. So konnte in der 3D-Rekonstruktion eines 
Zellausläufers ein Mitochondrium in seiner nativen Umgebung visualisiert werden. Zudem 
wurden mehrere ATP-Synthasen in der Cristaemembran identifiziert, die erstmalig die 
Existenz von ATP-Synthasedimeren in situ bestätigen. 
Für die Untersuchung von zellmittigen (dicken) Bereichen müssen jedoch andere 
Methoden angewendet werden. So ermöglicht die Kryo-Ultramikrotomie das Herstellen 
von Dünnschnitten (< 100 nm) Eis-eingebetteter Proben. Mit Hilfe dieser Methode wurden 
in dieser Arbeit Kryo-Schnitte von HL-1 Kardiomyozyten erstellt und tomographisch 
analysiert. Da die Probe sehr heterogen verteilt ist, ist die Suche nach der Zielstruktur im
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Elektronenmikroskop sehr zeitaufwendig. Gleichzeitig ist die strahlenempfindliche Probe 
während der Suche dem Elektronenstrahl ausgesetzt, was die Struktur beeinträchtigen 
kann. Um die ‚Effizienz’ der Kryo-ET an Kryo-Schnitten zu erhöhen, wurden zwei neue 
Verfahren implementiert: Einerseits die korrelative Kryo-Fluoreszenzmikroskopie, welche 
sich zur Suche und Identifikation von Mitochondrien innerhalb des Dünnschnittes unter 
Flüssigstickstoff (LN2)-Temperatur eignet und andererseits eine neue Methode, die das 
Aufbringen von Goldkolloiden auf Kryo-Schnitten zum späteren Alignieren der Kippserie 
ermöglicht. Letztere setzt eine Synthese von 10 nm großem, kolloidalem Gold in Toluol 
voraus. Nach Zugabe von Isopentan werden die auf dem EM-Trägernetzchen (Grid) 
angehefteten Kryo-Schnitte bei einer Temperatur von -150°C in diese Suspension getaucht. 
Des Weiteren wurden verschiedene Trägermaterialien zur Kultivierung von 
Kardiomyozyten getestet und Osmolalitätsmessungen von unterschiedlichen Kryo-Schutz-
lösungen, welche für das Hochdruck-Verfahren notwendig sind, durchgeführt. Auch hier 
konnten in den 3D-Rekonstruktionen von Kardiomyozyten die ATP-Synthasen eindeutig 
in Kryo-Schnitten identifiziert werden. Darüber hinaus gelang die 3D-Visualisierung von 
zwei Mitochondrien, die sich in der Teilungs- oder Fusionsphase befanden. In einem dieser 
Mitochondrien sind inorganische Ablagerungen sichtbar. 
Im Verlauf dieser Dissertation wurde zusätzlich die Methode des Cryo-Planings 
entwickelt; eine Variante der Kryo-Ultramikrotomie. Bei dieser Technik wird die 
vitrifizierte Probe direkt auf dem EM-Grid gedünnt. Dieses Verfahren ermöglicht es, 
Material vom vitrifizierten Eisfilm mittels eines Diamantmessers zu entfernen. Dafür 
wurde ein spezieller Halter für das Kryo-Ultramikrotom konzipiert und hergestellt. Der 
Halter erlaubt das Zentrieren und Klemmen eines EM-Grids. Um das Abtragen kleinerer 
Bereiche der Eisoberfläche zu ermöglichen, wurde ein 1 mm breites Diamantmesser 
angefertigt. Die Analyse der gedünnten Proben mittels Kryo-Scanning Electron 
Microscopy (SEM) zeigte eine gleichmäßig abgetragene Oberfläche. Schneideartefakte, 
wie sie bei der Kryo-Ultramikrotomie auftreten, wurden nicht beobachtet. Zudem sind die 
zellulären Proben im gedünnten Bereich des Eisfilms sehr leicht identifizierbar. Brüche, 
die möglicherweise durch den Probeneinbau im Eisfilm entstehen, konnten mittels Kryo-
SEM bis dato nicht beobachtet werden. Die theoretischen Betrachtungen ergaben, dass 
unter Verwendung des Cryo-Planings als alleinige Methode elektronentransparente 
Bereiche (< 1 µm Dicke) hergestellt werden können. Bisher konnte jedoch keine 
elektronentomographische Untersuchung einer geplanten Probe erfolgen, da sie sich als zu 
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dick erwies. Dies ist darauf zurückzuführen, dass mit dem Stereomikroskop nur eine sehr 







Zellen stellen ein abgrenzbares, eigenständiges, selbsterhaltendes und im Gewebe 
kommunizierendes System dar, welches eine komplexe Architektur aufweist. Der zelluläre 
Aufbau umfasst sowohl die Organisation auf molekularer Ebene, als auch die Vereinigung 
ausdifferenzierter, spezialisierter Zellen zu Gewebe. Die Reproduktion und Erhaltung einer 
Zelle basiert auf lebenswichtige Funktionen, die wiederum von Makromolekülen gesteuert 
werden. Bisherige Erkenntnisse weisen darauf hin, dass die meisten Proteine nur mit 
anderen Proteinkomplexen interagieren, um ihre spezifische Funktion ausüben zu können 
[Ellis 2001; Robinson et al. 2007]. Solche molekularen Komplexe sind aus einzelnen 
Monomeren zusammengesetzt. Mehrere solcher Komplexe oder Makromoleküle können 
ebenfalls ineinandergreifen und wurden auch als makromolekulare Maschinen bezeichnet 
[Alberts 1998]. Zu den makromolekularen Maschinen gehören u.a. ATP-Synthasen und 
Ribosomen. 
Die Kryo-Elektronentomographie (Kryo-ET) ermöglicht es, die dreidimensionale (3D) 
Struktur komplexer biologischer Materialien mit einer anisotropen Auflösung von 
gegenwärtig 4 – 5 nm zu untersuchen. In der Zellbiologie wurde die Elektronen-
mikroskopie klassisch angewendet, um biologische Proben abzubilden. Die damalige 
Probenpräparation erforderte eine Fixierung der Probe mit Aldehyden, eine Kontrastierung 
mit Schwermetallen oder die Einbettung in Epoxidharz, um anschließend Schnitte von 
circa 50 nm herzustellen [Abb. 1.1]. Diese Studien führten zur Entdeckung der 
Mitochondrien [Palade 1953], des Endoplasmatischen Retikulums [Palade 1955], den 
Komponenten des Zytoplasmas [Palade 1955], sowie des Zytoskeletts [Sabatini et al. 
1963; Ishikawa 1968] und bildeten die Grundlage der Erkenntnisse über die zelluläre 
Ultrastruktur [Afzelius und Maunsbach 2004]. Da diese klassischen Präparationsmethoden 
zu strukturellen Veränderungen führen, wurde in den siebziger Jahren die Methode der 
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Einbettung der Probe in amorphem Eis entwickelt [Taylor und Glaeser 1974]. Ein 
entscheidender Vorteil dieser Kryo-Fixierung ist die Konservierung des funktionellen 
Zustandes zum Zeitpunkt des Einfrierens. Durch extrem rasches Abkühlen wird die 
biologische Probe im Medium bzw. Puffer vitrifiziert (Kapitel 2.1.2 und 2.1.3) und 
anschließend bei der Temperatur von LN2 belassen [Dubochet und McDowall 1981] [Abb. 
1.1]. Die Kryo-ET erlaubt somit eine Strukturanalyse unter lebensnahen Bedingungen 
[Grünewald et al. 2003; Beck et al. 2004; Förster et al. 2005]. 
 
Abbildung 1.1: Probenvorbereitung für die Elektrontomographie. Bei der konventionellen Proben-
präparation werden alle Schritte bei Raumtemperatur durchgeführt. Durch Entwässerung und 
Verwendung von chemischen Zusätzen wie Aldehyden, oder Schwermetallen wird aber die Struktur 
beeinträchtigt. Im Gegensatz zur klassischen Methode wird die Probe bei der Kryo-ET durch 
Vitrifizierung in einen amorphen Zustand überführt. Um die strukturelle Integrität zu bewahren, muss die 
Probe anschließend in einer Flüssig-Stickstoffumgebung (< -135°C) belassen werden. Gegebenenfalls 
muss bei dickeren Proben (> 1 µm) die Kryo-Ultramikrotomie angewendet werden. Die Kryo-
Elektronentomographie ermöglicht die Visualisierung der dreidimensionalen Struktur in quasi-nativen 
Zustand [Leis et al. 2008]. 
 
Bei der Kryo-ET wird die Probe in Relation zum Elektronenstrahl mechanisch gekippt 
und für jeden Kippwinkel eine zweidimensionale (2D) Aufnahme, die so genannte 
Projektion, erstellt. Aus diesen Projektionen kann mit Hilfe von Rückprojektions-
algorithmen die 3D-Struktur des Objekts berechnet werden. Strukturen, die durch 
Überlagerung in 2D-Aufnahmen verdeckt sind, werden somit durch Tomogramme 
zugänglich. Ein limitierender Faktor der zellulären Kryo-ET ist die Probendicke. 
Insbesondere für die Tomographie sind dünne Präparate (Maximum 0,5 - 1 µm bei einer 
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Beschleunigungsspannung von 300 kV) essentiell, da mit jedem Kippinkrement die 
geometrische Probendicke zunimmt. Während die Visualisierung vieler Prokaryoten mit 
Hilfe der Kryo-ET in toto erfolgen kann [Kürner et al. 2005], können intakte eukaryotische 
Zellen nur in hinreichend dünnen (< 1 µm) Randbereichen [Medalia et al. 2002] oder 
Zellausläufern [Medalia et al. 2007] untersucht werden. Um dickere Objekte mit dem 
Elektronenstrahl durchstrahlen zu können, kommen Methoden zum Einsatz, die die 
Herstellung einer dünnen, hydratisierten Probe von Zellen oder Geweben beliebiger Größe 
ermöglichen. Mittels der Kryo-Ultramikrotomie (Kapitel 2.2) können so Dünnschnitte (50 
- 100 nm) für die Untersuchung im Elektronenmikroskop hergestellt werden [Abb. 1.2]. 
Die Kryo-ET an Kryo-Schnitten lieferte in den letzten Jahren zahlreiche Informationen 
über subzelluläre Strukturen [Zuber et al. 2005; Bouchet-Marquis et al. 2006; Hoffmann et 
al. 2008]. Eine alternative Methode zum Dünnen von Eis-eingebetteten Proben ist das FIB 
Thinning [Abb. 1.2]. Hierbei wird der Eisfilm auf dem EM-Grid mit einem fokussierten 
Ionenstrahl, üblicherweise bestehend aus Galliumionen, soweit abgetragen, bis 
elektronentransparente Bereiche entstehen [Marko et al. 2006; Marko et al. 2007; Rigort et 
al. 2010]. 
 
Abbildung 1.2: Verschiedene Methoden der Kryo-Elektronentomographie zellulärer Proben. Die 
schematische Darstellung zeigt die verschiedenen Wege, um eine für die Kryo-ET geeignete Probe 
herzustellen. Die Vitrifizierung kann zum einen über Plunge-Gefrieren oder Hochdruckgefrieren erzielt 
werden. Im idealen Fall weisen die zu untersuchenden Proben eine Dicke < 1 µm auf, sodass sie 
unmittelbar mittels Kryo-ET untersucht werden können. In den meisten Fällen zeigt sich jedoch, dass 
aufgrund der Objektdicke (> 1 µm) zusätzliche Schritte integriert werden müssen, um die Probe 
tomographieren zu können. Eine Möglichkeit hierfür stellt die Kryo-Ultramikrotomie dar. Mit dieser 
Technik werden einzelne Schnitte von der vitrifizierten Probe angefertigt. Eine andere Alternative ist der 
FIB-Ansatz. Mit dieser Technik wird Material von der Probenoberfläche mittels eines fokussierten 
Ionenstrahls abgetragen.  
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Die technischen Entwicklungen der letzten Jahre im Bereich der Kryo-ET ermöglichen 
eine nahezu routinemäßige Analyse von bis zu 1 µm dicken Proben (siehe Kapitel 2.5). 
Eukaryotische Zellen sind für die Kryo-ET bis dato nur bedingt zugänglich. 
Ziel dieser Arbeit war es, die Präparationsmethoden für die Kryo-ET hinsichtlich 
eukaryotischer Zellen zu optimieren bzw. neue Ansätze zu etablieren. Während die Kryo-
Ultramikrotomie bereits zunehmend in der 2D-Elektronenmikroskopie angewendet wird, 
weist die Kryo-ET von Kryo-Schnitten noch deutliche Probleme auf. So ist die Suche nach 
der Zielstruktur im Kryo-Schnittband im Elektronenmikroskop sehr zeitaufwendig. 
Gleichzeitig ist die Probe dabei lange dem Elektronenstrahl ausgesetzt, was zur 
Beeinflussung der Struktur von strahlenempfindlichen, biologischen Proben führen kann. 
Die korrelative Kryo-Fluoreszenzmikroskopie kann bei der Identifizierung und 
Lokalisierung von Zielstrukturen im Kryo-Schnittband behilflich sein. Bei dieser Methode 
wird die Position auf dem EM-Grid, welche zunächst im Lichtmikroskop bestimmt wird, in 
die Koordinaten des Elektronenmikroskops transferiert. Eine weitere Problematik zeigt 
sich beim Alignieren von Kippserien amorpher Dünnschnitte. Ein Lösungsansatz besteht 
darin, kolloidales Gold auf Kryo-Schnitte aufzubringen. Unumgänglich ist die Tatsache, 
dass Schneideartefakte beim Kryo-Schneiden auftreten, zu denen Kompression, Crevassen 
und Chatter gehören. Durch Verwendung eines präzisionsgeschliffenen Diamantmessers 
mit spezieller Oberflächenbeschichtung, sowie durch Einstellung von erprobter Schneide-
parameter (siehe Kapitel 2.2) können zwar Schneideartefakte minimiert, aber nicht 
verhindert werden. Daher wurde eine neue Variante der Kryo-Ultramikrotomie im Verlauf 
dieser Dissertation entwickelt. Durch Anwendung des Cryo-Planings kann die Oberfläche 
vitrifizierter Proben mechanisch gedünnt werden. Die so erzeugte gedünnte Oberfläche 
weist keine typischen Schneideartefakte auf und eignet sich für eine Weiterbearbeitung mit 
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Gliederung der Arbeit 
• In Kapitel 2 sind die Grundprinzipien der Kryo-Präparation der Proben, die Kryo-
Ultramikrotomie und die Elektronenmikroskopie, sowie Tomographie dargestellt. 
• Kapitel 3 stellt die methodischen Neuentwicklungen, die im Verlauf der Dissertation 
erarbeitet wurden, dar. Einerseits beinhaltet dieser Abschnitt ein Verfahren zum 
Aufbringen von Goldkolloiden auf Kryo-Schnitten, um für die spätere Alignierung der 
Kippserie verwendet werden zu können. Andererseits wird das Verfahren des Cryo-
Planings vorgestellt, welches das Dünnen der vitrifizierten Probe auf einem EM-Grid 
ermöglicht. 
• Kapitel 4 umfasst Material und Methoden. 
• In Kapitel 5 werden die Ergebnisse zusammengefasst und diskutiert. Die 
tomographischen Untersuchungen wurden an Zellausläufern, Kryo-Schnitten von 
eukaryotischen Zellen durchgeführt. Des Weiteren werden die Resultate des Cryo-
Planings dargestellt. 







2.1 KRYO-PRÄPARATION VON BIOLOGISCHEN PROBEN 
Voraussetzungen elektronenmikroskopischer Analysen sind vakuumtaugliche Proben 
bzw. eine vakuumtaugliche Präparation. Außerdem erfordert die Untersuchung im 
Transmissionselektronenmikroskop dünne Präparate (< 1 µm). Folglich müssen aus 
dickeren Objekten wie eukaryotische Zellen und Organellen mittels der Ultramikrotomie 
Dünnschnitte (≤ 100 nm) erzeugt werden. Die klassische Präparation sieht vor, dass die 
Proben mit Aldehyden chemisch fixiert, mit Schwermetallen kontrastiert und anschließend 
in Epoxidharz eingebettet werden. Diese Art der Präparation führt jedoch zu strukturellen 
Veränderungen der Probe. Mit Hilfe der klassischen Probenvorbereitung und 
elektronenmikroskopischen Analysen postulierte K. Porter in den achtziger Jahren, dass 
die molekulare Organisation des Zytoplasmas einem trabekulären Netzwerk gleichen soll 
[Wolosewick und Porter 1976]. Seine Untersuchungen ergaben eine zweiphasige Matrix, 
wobei ein proteinreiches Netzwerk mit Wasser-gefüllten Hohlräumen durchsetzt ist. 
Heutzutage weiß man, dass das beschriebene Netzwerk ein Präparationsartefakt darstellt, 
welches durch die Agglomeration löslicher Proteine mit oder ohne Zytoskelett während der 
chemischen Fixierung oder Dehydration hervorgerufen wird [Heuser 2003]. 
Das jedoch alle biologischen Organismen zu ~70 % aus Wasser bestehen, wurde bei der 
klassischen Probenvorbreitung nur ungenügend berücksichtigt. Die daraus resultierende 
Agglomerationsproblematik führte, wie oben dargestellt, in einigen Fällen zur fehlerhaften 
Interpretation von intrazellulären Strukturen [Dubochet und Sartori Blanc 2001]. Um die 
genannten Artefakte zu vermeiden, hat sich, die Einbettung der biologischen Probe in 
amorphem (vitrifiziertem) Eis als eine wichtige Methode etabliert, um zelluläre Strukturen 
im quasi lebensnahen Zustand zu untersuchen. 
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Die Kryo-Fixierung stellt eine grundlegende präparative Maßnahme für die strukturelle 
Untersuchung von biologischen Substanzen in Gegenwart von Wasser dar. Beim Plunge-
Gefrieren (siehe Kapitel 2.1.2) wird flüssiges Wasser mit sehr hohen Raten von ~ 106 K/s 
abgekühlt [Mayer 1985] und ein amorpher Festkörper HGW (Hyperquenched Glassy Water) 
entsteht. Diese amorphe Phase, auch vitrifiziertes Wasser genannt, ist besonders für die 
Probenpräparation biologischer Objekte geeignet. Der amorphe Zustand tritt auf, wenn 
Wassermoleküle sehr schnell (106 K/s) immobilisiert werden, bevor eine Eiskristallbildung 
stattfinden kann. Das amorphe Eis hat eine ‚ungeordnete’ Struktur, die der von 
Flüssigkeiten ähnelt [Mishima und Stanley 1998]. 
Bei der Kryo-Präparation biologischer Proben können insgesamt drei Phasen auftreten: 
hexagonal, kubisch und amorph. Da das vitrifizierte Präparat metastabil ist, können die 
verschiedenen Phasenwechsel beim schrittweisen Erwärmen der vitrifizierten Probe von    
-175°C bis -95°C und gleichzeitiger Abbildung des Beugungsbildes beobachtet werden 
[Dubochet et al. 1988]. Dies wurde kürzlich in Marko et al. ausführlich beschrieben 
[Marko et al. 2006]. Bei der Erwärmung der Probe von -175°C bis -145°C zeigt das 
Beugungsbild zwei diffuse Ringe und kennzeichnet den amorphen Zustand des Eises. Die 
Ringe weisen einen charakteristischen Abstand von 0,317 nm und 0,214 nm auf. Ab einer 
Temperatur von -145°C werden die diffusen Ringe schärfer, da ein gradueller Übergang 
von der amorphen zur kubischen Phase stattfindet. Wird die Devitrifizierungstemperatur 
von -135°C [Dubochet et al. 1988] erreicht, erscheinen neben den diffusen Ringen die 
ersten eindeutigen Beugungsreflexe im Beugungsbild, welche durch Streuung der 
Elektronen am Kristallgitter des hexagonalen Eiskristalls entstehen. 
 
2.1.1 KRYO-SCHUTZ FÜR ZELLULÄRE PROBEN 
Wenn eine Zellsuspension gefriert, bindet der wachsende Eiskristall alle Wassermoleküle 
an sich, die mit ihm in Kontakt stehen. An der Oberfläche des entstehenden Eiskristalls 
wird das Zytoplasma dehydriert und stark konzentriert. Dies hat einerseits zur Folge, dass 
das Zytoplasma irreversibel agglomeriert. Andererseits führt die erhöhte Salz- und Protein-
konzentration zu einem zunehmenden osmotischen Druck, welcher die Membranen 
aufbrechen kann [Dubochet et al. 2007]. Die einzige Möglichkeit, den Zelltod beim 
Phasenübergang von Wasser zu Eis zu unterbinden, ist der Einsatz von Gefrier-
schutzlösungen oder das Vitrifizieren, welches die Bildung von Eiskristallen verhindert. 
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Das Einfrieren lebender Zellen stellt einen komplexen physikochemischen Prozess dar, 
der hauptsächlich durch den Wärme- und Wassertransport zwischen einer Zelle und seiner 
Umgebung bestimmt wird. Die Wärmeableitung wiederum steht in direkter Abhängigkeit 
von dem Gesamtvolumen, der Oberfläche und dem Wärmeleitkoeffizienten der Kryo-
Probe. Durch die Zugabe von Gefrierschutzlösungen können mögliche Schäden, die 
während der Kryo-Konservierungs- und Auftauprozesse auftreten, vermindert werden 
[Fahy 1986]. Durch deren Einsatz treten aber einige Nebeneffekte auf, die von der 
Zusammensetzung der Gefrierschutzlösung und des biologischen Materials abhängen. Zu 
denen zählen unter anderem: die Senkung der Gefriertemperatur, zunehmendes Auftreten 
von unterkühltem Wasser und Erhöhung des Rekristallisationsgrades von Eis [Wisniewski 
1999]. Üblicherweise werden Gefrierschutzmittel in zwei Gruppen eingeteilt [Meryman 
1971]: in die Gruppe der intrazellulären oder penetrierenden Lösungen (kleine Moleküle) 
und die der extrazellulären oder nicht-penetrierenden Lösungen (große Moleküle). Die 
Tabelle 1.1 zeigt Beispiele häufig angewendeter Zusätze. Während beim Konservieren und 
Lagern von Zellen und Mikroorganismen in Kryo-Banken überwiegend penetrierende 
Kryo-Schutzlösung, wie Glycerin und Dimethylsulfoxid, zum Einsatz kommen, verwendet 
man bei der Probenpräparation für die Strukturforschung nicht-penetrierende Zusätze, wie 
beispielsweise Dextran mit einem Molekulargewicht von mindestens 40 kDa, welches die 


















[Polge et al. 1949] 
Dimethylsulfoxid 
(DMSO) 
78,1 14 500 [Lovelock und Bishop 1959] 
Ethylenglykol 62,1 4 700 [Robinson 1973] 
Saccharose 342,3 29 700 [Heber 1967] 















[Doebbler et al. 1966] 
Hydroxyethylstärke 60 000 bis 600 000 > 50 000 [Knorpp et al. 1967] 
Rinderserumalbumin 66 000 Keine Daten verfügbar [Morris und Farrant 1972] 
Dextran 100 000 Keine Daten verfügbar [Ashwood-Smith und Warby 
1971] 
 
Für die meisten Mikroorganismen und eukaryotischen Zellen beruht die Vitrifizierung 
ausschließlich auf einer ausreichenden Konzentration von endogenem Kryo-
Schutzpolymer. Typischerweise liegt die intrazelluläre Proteinkonzentration bei 20-30 % 
w/v und überschreitet 30 % w/v, wenn die Makromoleküle wie Polysaccharide und RNA 
mit einbezogen werden [Ellis 2001]. Grundsätzlich kann reines Wasser nur in geringen 
Mengen vitrifiziert werden. Der sich bildende amorphe Eisfilm überschreitet 
wahrscheinlich eine Dicke von 1 µm nicht [Dubochet et al. 1988]. Enthält die zu 
vitrifizierende Lösung zusätzlich Proteine, so nimmt die Einfriertiefe zu. Beim Plunge-
Gefrieren (Kapitel 2.1.2) mit sehr hohen Abkühlgeschwindigkeiten können biologische 
Proben bis zu einer Dicke von 10 µm in den amorphen Zustand überführt werden, ohne die 
Bildung von Kristallen und Verwendung eines intrazellulären Gefrierschutzes. Größere 
Zell- und Gewebevolumen (> 10 µm) können aber nur mit dem Hochdruckgefrieren (HPF, 
High Pressure Freezing) vitrifiziert werden. Dabei kann das Vitrifizieren durch 
Berücksichtigung der physikalischen Eigenschaften von Wasser durch höhere 
hydrostatische Drücke und durch Zugabe von einem inerten Gefrierschutzmittel [Dubochet 
1995] erreicht werden (Kapitel 2.1.3). Die Praxis hat gezeigt, dass durch das Anlegen eines 
Drucks von 2000 bar bis zu 200 µm große Proben vitrifiziert werden [Sartori et al. 1993]. 
Sogar Gewebebiopsien wie bei Studien der Haut üblich, können durch Zugabe von 
Hexadecen in den amorphen Zustand überführt werden können [Al-Amoudi et al. 2007]. 
Gewebe vom zentralen Nervensystem hingegen weisen einen sehr hohen Wassergehalt auf 
und erfordern eine Zugabe von 5 % Saccharose [Zuber et al. 2005]. Bei 
zelldurchdringenden Kryo-Schutzlösungen wie Saccharose ist zu berücksichtigen, dass 
osmotische Effekte zum ‚Schrumpfen’ der Zellen führen können [Gilkey und Staehelin 
1986]. Grundsätzlich sollten die Gefrierschutzmittel folgende Eigenschaften besitzen:       
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1. effektiver Wärmeaustausch während des Herunterkühlens; 2. keine Aufnahme des 
Gefrierschutzmittels von Zellen, um die Zellorganisation nicht zu beeinträchtigen 3. 
Gewährleistung der physiologischen Kompatibilität mit Zellen und Gewebe und 4. Binden 
an Wassermoleküle, dass keine Restrukturierung in Eis erfolgen kann [McDonald 2007]. 
 
2.1.2 SCHOCKGEFRIEREN (PLUNGE-GEFRIEREN) 
Das in den siebziger Jahren von K. A. Taylor und R. M. Glaeser entwickelte Kryo-
Fixierungsverfahren [Taylor und Glaeser 1974] wurde in den achtziger Jahren durch J. 
Dubochet weiterentwickelt und erfolgreich zur Anwendung gebracht [Dubochet et al. 
1982; Dubochet et al. 1988]. 
Um Proben für die Kryo-Elektronenmikroskopie herzustellen, wird hauptsächlich die 
Methode des Plunge-Gefrierens angewendet. Dabei muss jedoch berücksichtigt werden, 
dass nur hinreichend kleine Proben in einen dünnen Flüssigkeitsfilm eingebettet werden 
können. So bietet sich diese Vorgehensweise ausgezeichnet für die Kryo-Fixierung von 
Makromolekülen und deren Komplexen, sowie für Viren und Organellen an. Aufgrund der 
limitierten Durchstrahlbarkeit von Objekten im Elektronenmikroskop, können Organellen 
und Zellregionen jedoch nur in Bereichen untersucht werden, die eine Dicke von 1 µm 
nicht überschreiten. 
Bei der Kryo-Fixierung wird die biologische Probe im hydratisierten Zustand 
eingefroren. Dabei wird zunächst die wässrige Probe auf einen löchrigen Kohlefilm des 
EM-Grids aufgebracht. Anschließend erfolgt die Entfernung der überschüssigen Lösung 
mit einem Filterpapier. Durch das ‚Abtupfen’ (Blotting) entsteht im Idealfall ein 50–500 
nm dünner wässriger Film. Das EM-Grid wird anschließend mittels einer Fallvorrichtung 
in flüssiges Ethan ’eingeschossen’ (Plunging). Dabei sind hohe Abkühlgeschwindigkeiten 
von 106 K/s erforderlich, um die Kristallisation des Wassers zu hindern. Durch das 
schockartige Gefrieren des Wassers erfolgt ein direkter Phasenübergang zu amorphen Eis 
(Vitrifizierung), was zum Zeitpunkt des Einfrierens die Konservierung des funktionellen 
Zustands der Probe ermöglicht. Diese Art der Probenvorbereitung erfordert eine Lagerung 
der Probe und deren Transfer in den Probenhalter bei einer Temperatur von < -135°C, 
welche durch Kühlung mit flüssigem Stickstoff erreicht werden kann. Die genaue 
Vorgehensweise beim Plunge-Gefrieren ist in der folgenden Abbildung [Abb. 2.1] 
illustriert. 




Abbildung 2.1: Ablauf des Plunge-Gefrierens. Bei der Kryo-Fixierung wird die in wässriger Lösung oder 
Kulturmedium befindliche Probe auf einen Kohlelochfilm aufgebracht. Nach dem Entfernen der 
überschüssigen Flüssigkeit durch Filterpapier (‚Blotting’) wird das EM-Grid in flüssiges Ethan 




Das entscheidende Kriterium zum Vitrifizieren der biologischen Probe ist deren Größe. Da 
viele prokaryotische sowie eukaryotische Zellen, mehrzellige Organismen oder Gewebe zu 
groß sind (> 10 µm), um mittels dem Plunge-Gefrierens vitrifiziert zu werden, wurden im 
Laufe der Zeit mehrere technische Alternativen entwickelt. Darunter gehören das 
‚Slamming’ [Heuser et al. 1979] und das ‚Jet-Freezing’ [Muller et al. 1980; Craig und 
Staehelin 1988]. Jedoch fixieren beide Methoden nur die oberen, leicht zugänglichen 
Schichten und nicht das ganze Probenvolumen. Das Prinzip des Hochdruckgefrierens 
überwindet das Problem der Einfriertiefe im Vergleich zum Plunge-Gefrieren. Im Jahr 
1968 konnte die Hochdruckgefriertechnik zum ersten Mal durch Moor und Riehle realisiert 
werden [Moor und Riehle 1968]. Durch die Verwendung eines hohen hydrostatischen 
Drucks sinkt die Gefriertemperatur von Wasser. Das Wasser wird durch den Überdruck 
beim Übergang von der flüssigen zur festen Phase an der Expandierung gehindert, 
wodurch das Risiko der Eiskristallbildung reduziert wird [Moor et al. 1980; Craig und 
Staehelin 1988; McDonald und Morphew 1993; Studer et al. 2001]. Auf den 
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Probenbehälter wird ein Druck von 2000 bar appliziert, während gleichzeitig der äußere 
Bereich mit einem Strahl von flüssigem Stickstoff gekühlt wird. Auf diese Weise können 
Volumen bis zu einem Durchmesser von 200 - 300 µm gleichmäßig vitrifiziert werden. 
Unklar ist jedoch, inwieweit sich der hohe Druck auf die Ultrastruktur der Zelle auswirkt. 
Untersuchungen an Einzellern zeigten, dass nicht nur die Druckstärke, sondern auch die 
Dauer des Drucks zu Schädigungen der Zelle führen kann. Bei Untersuchungen an 
Euglena Zellen überlebten 90 % der Zellen einen Druck von 2000 bar bei einer Dauer des 
Drucks von 100 ms. Jedoch führt eine Druckdauer von 2 s bereits zum Absterben aller 
Zellen [Moor und Hoechli 1970]. Die heutigen Hochdruck-Gefriereinrichtungen arbeiten 
mit einer Dauer von 20 ms, um Schädigungen der Zelle zu vermeiden [Studer 2001]. Mit 
Hilfe dieser Methode konnte eine Vielzahl von biologischen Objekten in die amorphe 
Phase überführt werden. 
Bei Probenvolumen von mehreren Kubikmikrometern ist es wichtig, dass eventuell 
luftgefüllte Zwischenräume mit einem inerten, inkompressiblen Medium ausgefüllt 
werden. Ansonsten würde die Luft stärker wie die Probe komprimiert. Bevorzugtes 
Medium bei Suspensionszellen ist Dextran, bei Gewebeproben wird meist Hexadecen 
verwendet. Beide weisen ein gutes Schneideverhalten bei der Herstellung von Kryo-
Schnittbändern (siehe anschließendes Kapitel 2.2) auf. Es existieren eine Reihe 
verschiedener Probenhalter, die für das entsprechende Anwendungsgebiet Vorteile 
aufzeigen. So werden beispielsweise Röhrchen für Suspensionszellen und spezielle 
zweischichtige Trägersysteme für Biopsieproben zum Vitrifizieren mittels HPF eingesetzt 
[Studer et al. 2001]. 
 
2.2 KRYO-ULTRAMIKROTOMIE 
Sollen mehrzellige Organismen oder Biopsieproben analysiert werden, bedarf es einer 
Kryo-Fixierung mittels HPF und einer anschließenden Herstellung von Dünnschnitten. Der 
gesamte Arbeitsablauf wird unter dem Begriff CEMOVIS (Cryo-EM Of Vitreous Sections) 
zusammengefasst. Das Kryo-Schneiden ist ein wichtiges Bindeglied, um die Kryo-
Elektronenmikroskopie auf größere Untersuchungsobjekte auszuweiten und eine 
universelle Analyse von zellulären Interaktionen molekularer Einheiten zu ermöglichen.  
Die Idee des Kryo-Schneidens entstand in den fünfziger Jahren [Fernandez-Moran 1960] 
und wurde zum ersten Mal von A. Kent Christensen in die Praxis umgesetzt [Christensen 
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1971]. Das Kryo-Schneiden von amorphen Proben konnte jedoch erst mit dem Beginn der 
Entwicklung des Hochdruckgefrierens verwirklicht werden. Einen großen Teil der 
Pionierarbeit leistete die Forschungsgruppe von Jacques Dubochet [Dubochet et al. 1988]. 
Durch die hohen technischen Herausforderungen war das Kryo-Schneiden jedoch erst 
Jahrzehnte später soweit ausgereift, dass quantitative Untersuchungen an amorphen 
Dünnschnitten im EM durchgeführt werden konnten [Matias et al. 2003; Al-Amoudi et al. 
2004; Hsieh et al. 2006; Al-Amoudi et al. 2007; Hoffmann et al. 2008]. 
Bei der Kryo-Präparation von Objekten, die einer nachfolgenden elektronen-
mikroskopischen Untersuchung unterzogen werden, ist es erforderlich, Objekt und 
Bearbeitungswerkzeuge unterhalb der Devitrifizierungstemperatur (-135°C) zu halten 
(siehe Kapitel 2.1.1). Die Herstellung von Dünnschnitten erfolgt daher an einer an dem 
Ultramikrotom befestigten Kühlkammer, die von oben zugänglich ist und eine Einstellung 
der gewünschten Temperatur durch Zuführung von gekühltem N2 in Gasform 
gewährleistet. Die amorphe Probe wird an den Trägerarm befestigt, der sich auf und ab 
bewegt. Der Vorschub des Arms mit der Probe erfolgt durch Piezoaktoren. Das Zuspitzen 
und Zurechtschneiden der Probe (auch als Trimmen bezeichnet) wird mit einem 
Trimmmesser durchgeführt. Üblicherweise ist die Form eines Pyramidenstumpfes mit 
quadratischer Grundfläche Voraussetzung für ein gleichmäßiges Ablösen einzelner 
Schnitte [Abb. 2.2, A]. Mit einem Diamantmesser werden Dünnschnitte (< 100 nm) von 
der Oberfläche des Pyramidenstumpfes abgetrennt. Die durch Reibung der Präparat-
oberfläche am Messer entstehenden elektrostatischen Aufladungen werden durch einen 
Ionisator neutralisiert. Anschließend erfolgt der Transfer der Kryo-Schnittbänder mit einer 
Augenwimper auf ein EM-Grid [Abb. 2.2, B]. 
Grundsätzlich ähnelt das Verfahren des Kryo-Schneidens dem der konventionellen 
Ultramikrotomie. Die beiden Arbeitsabläufe unterscheiden sich nur im angewendeten 
Temperaturbereich. Das Kryo-Schneiden erfordert Temperaturen zwischen -140°C und      
-170°C, wohingegen das konventionelle Schneiden bei Raumtemperatur stattfinden kann. 
Des Weiteren schwimmen bei der klassischen Ultramikrotomie die Plastikschnitte auf 
einer Wasseroberfläche, um bleibende Schneideartefakte zu unterbinden und das Sammeln 
der Schnitte zu erleichtern. Im Gegensatz dazu verbleiben die Dünnschnitte beim Kryo-
Schneiden auf der Facette des Diamantmessers, da die Schnittbänder ‚trocken’ geschnitten 
wurden. Bis zum jetzigen Zeitpunkt konnte keine Flüssigkeit gefunden werden, die eine 
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genügend hohe Oberflächenspannung aufweist, um ein Flotieren von amorphen Schnitten 
unter LN2-Temperatur zu ermöglichen. 
 
Abbildung 2.2: Trimmen und Schneiden bei der Kryo-Ultramikrotomie. A Einheitlich dunkles Eis im 
Inneren des Kapillarröhrchens ist Kennzeichen einer amorphen Probe und Voraussetzung zur Herstellung 
von Dünnschnitten. Nicht vitrifizierte Bereiche sind glänzend und milchig. Um einzelne Schnitte von der 
Probe mit dem Diamantmesser abzulösen, wird mit einem Trimmmesser ein Pyramidenstumpf mit 
quadratischer Grundfläche hergestellt. B Durch das serielle Schneiden lagern sich die einzelnen Kryo-
Schnitte zu Kryo-Schnittbändern aneinander. Anschließend erfolgt der Transfer mit einer Augenwimper 
auf ein EM-Grid [Dubochet et al. 2008]. 
 
Unumgänglich ist die Tatsache, dass mechanisch erzeugte Dünnschnitte Verformungen 
aufweisen [Abb. 2.3]. Als erster Schneideartefakt ist die Kompression (30 – 50 %) zu 
nennen, die zu einer Probenverdichtung entlang der Schnittrichtung führt. Unter der 
Bezeichnung ‚Crevassen’ versteht man Brüche, die an der Oberseite des Schnittbandes, 
bzw. der dem Messer abgewandte Seite auftreten. Sie entstehen durch Scherkräfte, die auf 
die Probe wirken, wenn der Schnitt über die Messerkante gedrückt wird. Je nach 
Schnittdicke können diese Risse bis zu 20-50 nm in das Material eindringen [Hsieh et al. 
2002]. Die Welligkeit, auch ‚Chatter’ genannt, ist ein weiterer Effekt, der durch 
gelegentliches Haften der Kryo-Schnitte an der Messeroberfläche zu erklären ist. Dadurch 
können weitere Kompressionen im Schnitt auftreten, die zu unterschiedlichen 
Schnittdicken führen. Vermieden werden kann dies nur durch die Anwendung eines 
Ionisators, sowie durch spezielle Oberflächenbehandlungen des Diamantmessers, die das 
Gleitverhalten der Schnitte verbessern. Messerstreifen treten teilweise durch kleinere 
Defekte in der Messerkante auf und hinterlassen auf der Rückseite des aktuellen Schnittes 
einen Grat und auf der Vorderseite des folgenden Schnittes eine Vertiefung. Robuste 
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aggregierte Eiskristalle, die sich an der Messeroberfläche anlagern können, erzeugen nur 
auf der Unterseite solche Messerstreifen. Während der mikroskopischen Betrachtung kann 
anhand der Messerstreifen Rückschlüsse auf die Schnittrichtung geschlossen werden. Eine 
hilfreiche Zusammenstellung der induzierten Artefakte liefern aktuelle Veröffentlichungen 
[Al-Amoudi et al. 2005; Dubochet et al. 2007]. 
 
Abbildung 2.3: Hefezellen, die in einer 20 %ige Dextranlösung eingebettet sind, werden mit Hilfe der 
Hochdruckmethode in den amorphen Zustand überführt, geschnitten und im Kryo-EM abgebildet. Der 
Kryo-Schnitt zeigt die typischen Artefakte des mechanischen Schneidens. Wenn das Messer das 
vitrifizierte Material durchdringt, wird die Probe zum einen entlang der Schneiderichtung (schwarzer 
Pfeil) verdichtet. Zum anderen hinterlassen kleinere Defekte an der Messerkante Streifen im Kryo-
Schnitt. Des Weiteren weist der amorphe Dünnschnitt Crevassen (C) und eine wellenförmige Struktur 
(weiße Pfeilköpfe) auf [Dubochet et al. 2007]. 
 
Erste Fortschritte, die Artefakte in Kryo-Schnitten zu minimieren, konnten durch die 
Analyse verschiedener Schneideparametern erzielt werden [Han et al. 2008]. Die 
Ergebnisse zeigen, dass die Kompression und die Bildung von Crevassen von der 
Schnittdicke abhängen. Zum einen nimmt die Kompression mit zunehmender Schnittdicke 
ab, zum anderen tritt eine vermehrte Crevassen-Bildung ab einer Schnittdicke von 100 nm 
auf [Abb. 2.4]. Vielversprechend zeigen sich Dünnschnitte mit Dicken zwischen 50 und 80 
nm, da diese nur eine geringe Kompression und Crevassen aufweisen. Durch die 
Minimierung der Artefaktbildung bieten diese Kryo-Schnitte ein ausgezeichnetes 
Auflösungsvermögen. Um eine dreidimensionale Visualisierung von großen Zellvolumen 
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durchzuführen, bedarf es der Kryo-ET von Kryo-Schnittbändern mit einer Dicke bis zu 
500 nm. Diese dickeren Kryo-Schnittbänder weisen jedoch erhebliche ‚Crevassen’ auf, 
sodass teilweise zellinterne Strukturen zerstört werden können. Bisher existieren keine 
Verfahren, um diese Artefakte zu minimieren. Aufgrund dessen wurden im Verlauf der 
Dissertation Kryo-Schnitte < 100 nm tomographisch untersucht. 
 
Abbildung 2.4: A-H stellen Kryo-Schnitte mit einer Dicke von 10, 20, 40, 60, 80, 100, 150 und 200 nm dar. 
Dies lässt auf einen Zusammenhang zwischen Kompression und Crevassen in Kryo-Schnitten und der 
Dicke des Schnittes schließen. Folglich werden mit abnehmender Schnittdicke die Zellen stärker 
verdichtet, wohingegen die Crevassen-Bildung minimiert wird. Maßstab: 1 µm [Han et al. 2008] 
 
2.3 KRYO-ELEKTRONENMIKROSKOPIE 
Die Wirkungsweise eines Transmissionselektronenmikroskops ist mit der eines 
Lichtmikroskops vergleichbar. Im Gegensatz zur Lichtmikroskopie werden Elektronen zur 
Abbildung der Probe genutzt. 
 
Das Auflösungsvermögen des Elektronenmikroskops ist von der Wellenlänge der 
Elektronen abhängig, welche proportional zur verwendeten Beschleunigungsspannung UB 
ist. Louis de Broglie, der den Zusammenhang zwischen der Wellenlänge λ und den Impuls 
(p) einer bewegten Masse beschrieb, definierte die Wellennatur der Elektronen in 
folgender Gleichung: 








⋅⋅=λ           (2.1) 
0eUE b ⋅=            (2.2) 
6,07,3 −⋅≈ bUλ .          (2.3) 
Hierbei ist h das Plancksche Wirkungsquantum, c die Lichtgeschwindigkeit, E0 die 
Ruheenergie des Elektrons und E die kinetische Energie des Elektrons. Die kinetische 
Energie der Elektronen (2.2) berechnet sich aus der Beschleunigungsspannung Ub im 
Mikroskop und der Elementarladung e0. Die Wellenlänge der Elektronen muss 
relativistisch berechnet werden (2.3). Für eine Beschleunigungsspannung Ub von 300 keV 
beträgt die Wellenlänge eines Elektrons 1,97 pm. 
Der kleinste Abstand, in dem zwei benachbarte Beugungsmuster (Airy-Scheiben) noch 
wahrgenommen werden können, wird als Auflösungsvermögen bezeichnet. Die Formel für 









d .          (2.4) 
Dabei ist n der Berechungsindex des Mediums (für Vakuum = 1) und α der 
Aperturwinkel (halber Öffnungswinkel der Objektivlinse). Die Gleichungen von de 
Broglie und Abbe zeigen, dass mit steigender Beschleunigungsspannung die Auflösung 
kleiner wird, was zu einer Verbesserung des Auflösungsvermögens des 
Elektronenmikroskops führt. Jedoch begrenzen die Linsenfehler (sphärische und 
chromatische Aberration) die Auflösung. Die sphärische Aberration (Öffnungsfehler) 
kommt durch die kürzere Brennweite der äußeren Linsenzone im Vergleich zur 
Linsenmitte zustande. Dadurch kommt es zur Verbreiterung des Brennpunktes in der 
Gaußschen Bildebene, in der achsennahe Strahlen abgebildet werden. Der chromatische 
Fehler (Farbfehler) äußert sich durch die verschiedenen Energien der inelastisch gestreuten 
Elektronen (siehe anschließender Abschnitt). Die Folge ist eine Verbreiterung des 
beobachteten Wellenlängenspektrums und eine Herabsetzung der numerischen Apertur auf 
0,01. Ein Elektronenmikroskop mit 300 kV Beschleunigungsspannung liefert eine 
Auflösung von etwa 2 Å. 
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Die Art der Bildentstehung hängt vom Probentyp ab. Die in dieser Arbeit verwendeten 
biologischen Proben sind in Eis eingebettet und bestehen vorwiegend aus Atomen 
niedriger Ordnungszahl wie u. a. Wasser, Kohlenstoff und Sauerstoff. Dadurch entsteht der 
Bildkontrast hauptsächlich durch Phasenkontrast, welcher sich durch Interferenz der von 
der Probe gestreuten Strahlen mit dem Primärstrahl ergibt. Durchstrahlen Elektronen ein 
Objekt, so treten zwei Arten von Wechselwirkungen auf: die elastische und die inelastische 
Streuung. Die inelastisch gestreuten Elektronen erfahren eine Energieabgabe an die Probe, 
aber lediglich eine geringe Ablenkung aus ihrer Bahn. Diese Energieabgabe verursacht 
eine Veränderung der Probe (Strahlschaden), hauptsächlich Erwärmung und das 
Aufbrechen von Bindungen. Durch die elektrostatische Interaktion mit dem 
Coulombpotential eines Objektatoms erfährt das elastisch gestreute Elektron eine 
Ablenkung der Elektronenbahn, verliert aber keine Energie. Dabei ist die elastische 
Streuung proportional zur Ordnungszahl Z des Kernes. Entsprechenderweise streuen 
leichte Elemente nur wenig, wohingegen schwere Elemente wie Gold, Blei und Osmium 
eine stärkere Streuung und damit eine Kontrastverbesserung bewirken. 
 
Im Folgenden soll kurz auf die wesentlichen Elemente des EM eingegangen werden, 
welches in der vorliegenden Arbeit verwendet wurde [Abb. 2.5]. Die Elektronenquelle 
besteht aus einer Feldemissionskathode (Field Emission Gun, FEG) und zwei Anoden 
(Extraktor- und Beschleunigungsanode). Durch Anlegen eines positiven Potentials an der 
Extraktoranode entsteht ein starkes elektrisches Feld und die Elektronen können aus der 
Emitterkathode tunneln. Diese werden durch die zwischen Kathode und zweiter Anode 
angelegte Hochspannung von 300 kV beschleunigt. Durch Verwendung einer FEG besitzt 
der Elektronenstrahl eine hohe zeitliche und örtliche Kohärenz. Das kombinierte Feld der 
beiden Anoden führt zu einer Überlagerung der Elektronen und bildet einen gebündelten 
Elektronenstrahl. Im Idealfall fokussiert ein aus zwei elektromagnetischen Linsen 
bestehendes Kondensorsystem den Elektronenstrahl. Die an der Probe gestreuten 
Elektronen werden mittels Objektivlinsen wieder zu einem Zwischenbild zusammengefügt, 
insofern ihr Streuungswinkel innerhalb der Objektivapertur liegt. Sehr stark elastisch 
gestreute Elektronen werden durch die Objektivblende ausgeblendet und tragen nicht zur 
Bildentstehung bei, was aber den Kontrast verstärkt. Durch weitere magnetische 
Linsensysteme (Projektivlinsensystem) wird das erzeugte Zwischenbild vergrößert und 
kann so auf einem Fluoreszenzschirm betrachtet werden. Alternativ kann das Bild direkt 
KAPITEL 2. GRUNDLAGEN  22 
 
oder durch einen unterhalb der Mikroskopsäule angebrachten Energiefilter auf die CCD-
Kamera (Charge Coupled Device) übertragen werden. Der Energiefilter separiert die 
inelastisch gestreuten Elektronen mittels eines magnetischen Prismas. Die dahinter 
angeordnete Blende (Schlitzblende) erlaubt die Auswahl von Elektronen eines 
ausgewählten Energieintervalls. Der Energiefilter wird hauptsächlich bei der Mikroskopie 
von Eis-eingebetteten biologischen Proben im Zero-Loss-Modus betrieben, um die 
Bildqualität zu erhöhen [Grimm et al. 1996; Grimm et al. 1997]. Bei einer Zero-Loss-
Abbildung werden nur Energien aus dem Energiebereich des Primärstrahls auf die CCD-
Kamera abgebildet (typischerweise mit einem Energiefenster von circa 20 eV). 
 
 
Abbildung 2.5: Schematischer Aufbau und Strahlengang des Phillips CM300 Elektronenmikroskops. Das 
Gerät ist mit einem Post-Column Energiefilter und einer CCD-Kamera ausgestattet [Schweikert 2004]. 
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2.4 KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE 
Unter dem Begriff Tomographie werden verschiedene bildgebende Verfahren 
zusammengefasst, mit denen es möglich ist, die dreidimensionale Struktur von Objekten 
darzustellen. Die Anwendung tomographischer Verfahren ist besonders in der 
medizinischen Diagnostik bedeutend. 
Nach der ursprünglichen Bedeutung des griechischen Wortes ‚tome’ versteht man unter 
Tomographie ein Schnittbildverfahren, welches eine 3D-Abbildung anhand einzelner 
Schnitte erstellt. Ursprünglich wurden Proben mechanisch geschnitten (Serial Sectioning) 
und dann die einzelnen Schnittbilder zusammengefügt. Die Abbildungen der Schnittserien 
ergeben ein dreidimensionales Bild des Objektes, wobei die Schnittdicke die Auflösung 
senkrecht zur Schnittebene bestimmt. Das Prinzip der Rückprojektion beruht auf der 
theoretischen Arbeit von Radon [Radon 1917], die eine Rekonstruktion der 
Dichteverteilung durch einzelne Projektionen beschreibt. In den siebziger Jahren 
formulierte Hart eine Vorgehensweise, die es erlaubt, tomographische Verfahren in der 
Elektronenmikroskopie anzuwenden [Hart 1968]. Bei seiner 3D-Methode, der so 
genannten ‚polytropen Montage’, wird das zu untersuchende Objekt schrittweise zum 
einfallenden Elektronenstrahl gekippt. Dabei erfolgt in jeder Position eine 2D-Aufnahme 
(Projektion) des Präparates. Anschließend wird das Objekt um ein definiertes 
Winkelinkrement gekippt und eine weitere EM-Aufnahme erstellt [Abb.: 2.6, A]. Die so 
erhaltene Kippserie wird anschließend mittels einer gewichteten Rücktransformation 
[Radermacher 1992] zu einem 3D-Rekontruktionsvolumen zurückgerechnet [Abb.: 2.6, B]. 
Die erste 3D-Rekonstruktion eines biologischen Objektes, die Struktur Schwanzfasern von 
T4-Bakteriophagen, wurde lediglich aus 2D-Aufnahmen durch Ausnutzung der helikalen 
Symmetrie erstellt [DeRosier und Klug 1968]. 
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Abbildung 2.6: Das Prinzip der Elektronentomographie. A Mittels eines drehbaren Probenhalters werden 
einzelne Projektionen aus unterschiedlichen Betrachtungswinkeln aufgenommen. B Die einzelnen 
Projektionen werden anschließend zu einem 3D-Volumen rekonstruiert [Nickell et al. 2006]. 
 
 
2.4.1 DOSISVERTEILUNG UND STRAHLENSCHADEN 
Die hohe Strahlenempfindlichkeit von biologischen Proben ist eine wesentliche 
Limitierung der Kryo-ET. Hauptsächlich durch die inelastischen Wechselwirkungen der 
Elektronen mit dem Material, wird Energie auf die Probe übertragen. Der Energietransfer 
führt zu Bindungsbrüchen und zur Entstehung von freien Radikalen. Die thermische 
Diffusion der Radikale und deren Sekundärreaktionen beschädigen das Präparat. Die 
Blasenbildung im amorphen Eis ist ein charakteristisches Anzeichen von Strahlschaden 
[Heide und Zeitler 1985]. Die Sensitivität der biologischen Probe durch 
Sekundärreaktionen hängt insbesondere durch deren chemische Zusammensetzung ab. 
Durch Kühlung der Probe mit flüssigem Stickstoff kann die thermische aktive Diffusion 
eingeschränkt werden und verlangsamt damit die Bildung von Strahlschaden [Knapek und 
Dubochet 1980]. In der Kryo-Elektronentomographie sollte die gesamte Elektronendosis 
(eingestrahlte Elektronenzahl pro Fläche/ pro Zeit), abhängig von Probe, den kritischen 
Bereich von 50-100 eÅ−2 nicht übersteigen, um die Strukturdetails nicht zu zerstören. Das 
dose fractionation theorem besagt, dass diese Elektronendosis theoretisch auf beliebig 
viele Projektionen verteilt werden kann [Hegerl und Hoppe 1976; McEwen et al. 1995].  
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2.4.2 AUTOMATISIERTE DATENAUFNAHME 
Durch die automatisierte Datenaufnahme kann Strahlendosis kontrolliert und so folglich 
die Strahlschädigung, während einer Kippserie minimiert werden. Während der Aufnahme 
einer Kippserie kommt es zu lateralen Abweichungen aufgrund der mechanischen 
Ungenauigkeiten des Probenhalters, die ebenfalls korrigiert werden müssen. Zusätzlich 
bewegt sich die Probe in z, was einer Änderung der Fokusebene zur Folge hat. 
Gegebenfalls muss auch die Position der Blende des Energiefilters justiert werden. Die 
Automatisierung erleichtert und beschleunigt die Datenaufnahme der Projektionen und 
macht das Arbeiten unter Niedrigdosisbedingungen (low dose) möglich [Dierksen et al. 
1992; Grimm et al. 1997; Koster et al. 1997]. Dabei trifft der Elektronenstrahl nur während 
der Belichtung einzelner Projektionen auf die Probe und ist beispielsweise beim Kippen 
der Probe ausgeblendet. Die Datenaufnahme erfolgt dabei in drei Schritten: 
1. Tracking: Nach der Aufnahme eines Bildes mit niedriger Elektronendosis wird mittels 
Kreuzkorrelation mit dem vorherigen Bild die laterale Auswanderung bestimmt und 
korrigiert. 
2. Autofocus: Auf der Basis zweier Bilder mit unterschiedlicher Strahlkippung wird die 
Auswanderung der Probe zwischen zwei aufeinander folgenden Kippwinkeln bezüglich 
der z-Achse korrigiert und der vorgegebene Defokuswert neu eingestellt [Koster et al. 
1989; Ziese et al. 2003]. 
3. Exposure: In diesem letzten Schritt wird die eigentliche Projektion aufgenommen.  
 
2.4.3 ALIGNIERUNG 
Um ein 3D-Rekonstruktionsvolumen zu erhalten, müssen die einzelnen 2D-Projektionen 
auf ein gemeinsames Koordinatensystem aligniert werden. Dafür existieren zwei 
verschiedene Methoden: die Kreuzkorrelation [Guckenberger 1982; Liu et al. 1995] und 
das Markeralignment [Lawrence 1992]. Die Algorithmen für die Kreuzkorrelation sind 
relativ rauschempfindlich und erfordern a priori Kenntnisse über die Lage der Kippachse 
und gegebenenfalls über die äußere Form des zu rekonstruierenden Objektes. Insbesondere 
ist es bei Eis-eingebetteten Proben deshalb üblich elektronendichte Markerpunkte zum 
Ausrichten der Projektionen auf ein gemeinsames räumliches Koordinatensystem zu 
verwenden. Dafür werden 10 - 12 nm große Goldkolloide vor dem Vitrifizieren zur 
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Probensuspension hinzugegeben. Die Koordinaten der Goldmarker werden entweder 
automatisch oder manuell in den einzelnen Projektionen bestimmt. Bei jeder Projektion 
wird die Markerposition festgelegt und mit den Koordinaten des Modells verglichen. Auf 
der Basis dieser Information wird ein Alignierungsmodell berechnet und der Fehler 
zwischen gemessenen und vorhergesagten Koordinaten als Funktion der lateralen 
Translation und dem Winkel der Kippachse minimiert. Anschließend werden die 
alignierten Projektionen 3D rekonstruiert. 
 
2.4.4 LIMITIERENDE FAKTOREN DER ELEKTRONENTOMOGRAPHIE 
Die Qualität einer tomographischen Rekonstruktion hängt entscheidend von der 
Kippgeometrie ab. Idealerweise wäre eine Erfassung der Probe in einem 
Kippwinkelbereich von ± 90°. Dies ist aber aufgrund des Mikroskophalterdesigns nicht 
möglich, da dieser nur maximal ± 75° um eine Achse gekippt werden kann, ohne das 
Präparat durch den Rand des Objekthalters abzuschatten. Typischerweise können 
Winkelbereiche bis maximal ± 70° abgedeckt werden. Durch die fehlenden Kippwinkel 
entsteht eine keilförmige Datenlücke im Fourier-Raum [Abb.: 2.7], welcher als ‚fehlender 
Keil’ (Missing Wedge) bezeichnet wird. Während die Auflösung dx entlang der Kippachse 
(x-Richtung) nur von der elektronenoptischen Auflösung des verwendeten Instrumentes 
abhängt, bestimmt das Winkelinkrement Δα beziehungsweise die Anzahl der Aufnahmen 
die Auflösung dy senkrecht zur Kippachse (y-Richtung). Die Auflösung (dy) eines 
sphärischen Objekts mit dem Durchmesser D kann im Zusammenhang mit der Anzahl der 
Projektionen N und bei einem uneingeschränkten Winkelbreich durch das Crowther-






.           (2.5) 
Infolge der technischen Einschränkungen beim Kippen der Probe im Elektronen-
mikroskop können die resultierenden Strukturen nicht in allen drei Dimensionen 
gleichförmig (isotrop) abgetastet werden. Die Folge ist eine Erniedrigung der Auflösung 
und eine Elongation der Strukturen in z-Richtung (anisotrope Auflösung). Die Elongation 
kann mittels des Elongationsfaktors eyz beschrieben werden, der sich aus dem maximalen 
Kippwinkel α ableiten lässt: 








=yze .          (2.6) 
Mit Berücksichtigung des Elongationsfaktors kommt es diesbezüglich zu einer 
zusätzlichen Herabsetzung der Auflösung in z-Richtung:  
yzyz edd ⋅= .           (2.7) 
Das Crowther-Kriterium gilt jedoch nur näherungsweise, da die Tomogramme wie oben 
bereits angesprochen in einem eingeschränkten Kippwinkelbereich von ± 75° abgebildet 
und der Informationsgehalt der einzelnen Projektionen durch Rauschen reduziert ist. 
Darüberhinaus sind die Untersuchungsobjekte eher vielgestaltig und können nicht mit 
einen sphärischen Körper verglichen werden. Dennoch ist das Crowther-Theorem für eine 
Abschätzung der Auflösung einer 3D-Rekonstrution sehr hilfreich. Eine verbesserte 
Auflösungsbestimmung basiert auf vergleichende Analysen, bei denen man die leicht 
identifizierbaren Komponenten mit den bereits aus der Einzelpartikelanalyse oder aus der 
Kristallographie ermittelten Strukturen überprüft, um die tatsächliche Auflösung im 
Tomogramm zu ermitteln [Cardone et al. 2005].  
Um eine bestmögliche Auflösung der Rekonstruktion zu erzielen, sollten möglichst viele 
Projektionen in einem großen Winkelbereich mit möglichst kleinem Winkelinkrement 
aufgenommen werden. Ein Teil der fehlenden Information kann durch den Einsatz eines 
Drehkipphalters gewonnen werden [Mastronarde 1997; Nickell et al. 2003]. Nach der 
Aufnahme der ersten Einachsenkippung wird das Präparat im Halter 90° um die 
Strahlachse gedreht und an der gleichen Stelle eine zweite Kippserie aufgezeichnet. 
Dadurch verringert sich die Datenlücke im Fourier-Raum zu einer Doppelpyramide 
(Missing Pyramid) [Abb.: 2.7]. 
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Abbildung 2.7: Der Einfluss der Kippgeometrie auf die 3D-Rekonstruktion eines Vesikels. Zum Vergleich 
sind die Einachsenkippung (links) und die Zweiachsenkippung (rechts) dargestellt. Bei der 
Einachsenkippung ist ein keilförmiger Bereich ‚Missing Wedge’ aufgrund des beschränkten Kippwinkels 
nicht zugänglich. Dadurch erscheint ein idealisiertes sphärisches Vesikel verzerrt und unvollständig. Die 
Zweiachsenkippung verkleinert die Datenlücke im Fourier-Raum zu einem pyramidenförmigen Sektor 
‚Missing Pyramid’, sodass die Rekonstruktion besser mit dem Objekt übereinstimmt [Kofler 2006].  
 
2.5 KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE AN MAGNETOTAKTISCHEN 
PROKARYOTEN IN TOTO 
Das elektronentomographische Verfahren zeichnet sich besonders durch die 3D-
Abbildung individueller Objekte aus, welche vergleichbar mit der Computertomographie 
makroskopischer Proben ist. Keine andere mikroskopische oder strukturelle Methode 
macht es möglich, komplexe Strukturen (supramolekulare Aggregate, Zellorganellen, 
Zellen) auf dem Niveau von wenigen Nanometern zu erfassen und für die Rekonstruktion 
ihre innere Struktur sichtbar zu machen. 
Das besondere Problem der zellulären Elektronentomographie besteht darin, zwei kaum 
miteinander zu vereinbarende Forderungen zu erfüllen. Einerseits müssen möglichst viele 
Projektionen über einen maximalen Winkelbereich verteilt aufgezeichnet werden, um 
nach der Gleichung 2.5 eine hinreichend gute Auflösung zu erzielen. Andererseits muss 
die gesamte Elektronendosis beschränkt bleiben, um die zu analysierenden Struktur-
details des Objekts durch Strahlung nicht zu zerstören. Die beiden Grenzbedingungen 
limitieren die anwendbare Anzahl der Projektionen einer Kippserie und damit die 
erreichbare Auflösung eines Objekts mit einer bestimmten Dicke. Aus diesem Grund darf 
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eine Probendicke von circa 0,5 µm nicht überschritten werden, was die 
Elektronentomographie biologischer Strukturen zunächst auf Viren [Grünewald et al. 
2003], eine Reihe von Prokaryoten [Kürner et al. 2005; Scheffel et al. 2006] und flache 
Eukaryoten [Medalia et al. 2002] beschränkt. Des Weiteren enthält das Tomogramm die 
Signaturen einer Vielzahl von Makromolekülen und Strukturen, die in der 3D-
Darstellung voneinander abgegrenzt werden müssen. Erschwert wird dieses Vorhaben 
durch das Phänomen des macromolecular crowdings [Ellis 2001; Ellis und Minton 
2003]. Wegen der hohen Proteindichte im Zytoplasma lebender Zellen liegen die 
Proteine, Proteinkomplexe und sogar makromolekulare Maschinen ‚dicht gepackt’ in der 
Zelle vor. Deswegen werden für die Visualisierung die Strukturen wie beispielsweise 
Membranen, intrazelluläre Filamente des Zytoskeletts und makromolekulare Komplexe 
wie Ribosomen durch Segmentierung voneinander abgegrenzt. Die ‚segmentierten’ 
Strukturen werden in der 3D-Darstellung in der Regel farblich hervorgehoben. Die 
Abbildungen 2.8 – 2.10 zeigen die EM-Daten und die 3D-Modelle aus segmentierten 
Tomogrammen. Mit Hilfe tomographischer Untersuchungen konnte zum Beispiel die 
dreidimensionale Struktur von Magnetospirillum gryphiswaldense im nativen Zustand 
ermittelt werden, welche im Folgenden näher beschrieben werden soll. Diese Ergebnisse 
haben zur Aufklärung der molekularen Mechanismen der Biomineralisation von 
Magnetosomen beigetragen [Scheffel et al. 2006]. Anhand der Ergebnisse des 
Prokaryoten M. gryphiswaldense, welche nicht explizit in den Ergebnissen aufgeführt 
sind, wird nun die Kryo-ET beschrieben.  
M. gryphiswaldense ist ein magnetotaktisches Bakterium und besitzt intrazelluläre 
Strukturen, die Magnetosomen, welche magnetische Nanokristalle enthalten [Gorby et al. 
1988]. Durch das Arrangieren der Magnetosomen in Ketten wird ein intrazellulärer 
‚Nanokompass’ geschaffen, der die Zellen passiv entlang der geomagnetischen 
Feldlinien ausrichtet [Blakemore und Frankel 1981; Dunin-Borkowski et al. 1998; 
Bazylinski und Frankel 2004]. Um den funktionellen Einfluss des Magnetosomen-
membranproteins MamJ an der Biomineralisation zu entschlüsseln, wurde die 
strukturelle Analyse der mamJ-Deletionsmutante und von Wildtypzellen durchgeführt. 
Die elektronentomographische Untersuchung der Wildtypzellen von M. gryphiswaldense 
zeigt die charakteristische Morphologie von Spirillen. Typischerweise sind die Gram-
negativen Bakterien 2-3 µm lang, besitzen einen Durchmesser von 0,6 µm und sind 
helikal gewunden. Elektronendichte Partikel sind in einer oder zwei parallelen Ketten 
angeordnet. Im Allgemeinen ist die Magnetosomenkette zellmittig lokalisiert und 
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verläuft longitudinal durch die Zelle [Abb. 2.8]. Im mittigen Bereich der Kette enthält sie 
ausgereifte Magnetitkristalle und Magnetosomen-Leervesikel an den Kettenenden [Abb. 
2.8, C und D]. Auffallend sind filamentöse Strukturen, die so genannten Magnetosomen-
filamente. Die einzelnen Filamente weisen einen Durchmesser von 3 – 4 nm auf und 
verlaufen bis zu den Zellpolen [Abb. 2.9]. 
Abbildung 2.8: Kryo-Elektronentomographie einer Wildtypzelle. Die Pfeile weisen auf identische 
Positionen in unterschiedlichen Blickwinkeln hin. A Eine 2D-Projektion von einer vitrifizierten M. 
gryphiswaldense Zelle, die bei 0° aufgenommen wurde. Für die spätere Alignierung wurden der Probe 10 
nm große Goldkolloide hinzugegeben. B Das resultierende Tomogramm zeigt in zwei x-y Projektionen 
der 3D-Rekonstruktion den Verlauf der Magnetosomenkette. Die Magnetosomenkette enthält die 
ausgereiften Magnetitkristalle im mittleren Bereich und die unreifen Kristalle sowie die Magnetosomen-
Leervesikel an den Kettenenden. C In der vergrößerten x-y Ansicht ist das Kettenende mit wachsenden 
Magnetitkristallen (Pfeil) und Magnetosomen-Leervesikeln erkennbar, die mit einer filamentösen 
Struktur verbunden sind. D Die 3D-Visualisierung zeigt das Ende der Magnetosomenkette mit der 
Magnetosomenmembran (gelb), den Magnetitkristallen (rot) und die Magnetosomenfilamente (grün). E, 
F 3D-Visualisierung der kompletten Zelle aus verschiedenen Blickwinkeln (Zellmembran in blau). Die 
Kippserie wurde bei folgenden Parametern aufgenommen: Δx=0,68 nm; Δf=-10 µm; Kippbereich: +39° 
bis -41°; 2° Inkrement; 41 Projektionen. 
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Abbildung 2.9: Zwei übereinander gelagerte x-y Schnitte aus der 3D-Rekonstruktion von Wildtypzellen. Die 
Magnetosomenfilamente (Pfeile) reichen bis zu den Zellpolen (Bild A) und verlaufen an der Innenseite 
der Zytoplasmamembran (Bild B). Entlang der Magnetosomenfilamente sind sowohl die ausgereiften 
Magnetosomen (Kreis), als auch die Magnetosomen-Leervesikel (Stern) an die Magnetosomenfilamente 
gekoppelt. Des Weiteren sind zwei Proteincluster (R) an der inneren Zytoplasmamembran zu erkennen, 
die möglicherweise zur sensorischen Wahrnehmung der Umgebung dienen. Die Kippserien wurden bei 
folgenden Parametern aufgenommen: A: Δx=0,68 nm; Δf=-10 µm; Kippbereich: +60° bis -62°; 2° 
Inkrement; 62 Projektionen und B: Δx=0,68 nm; Δf=-10 µm; Kippbereich: +39° bis -41°; 2° Inkrement; 
41 Projektionen. 
 
Im Gegensatz zum Wildtyp zeigen die Tomogramme der ΔmamJ Mutante keine linearen 
Magnetosomenketten, sondern zumeist dreidimensionale Cluster aus Magnetitkristallen 
[Abb. 2.10]. Die Form, Größe und Anzahl der Kristalle entspricht der aus Wildtypzellen. 
Die Magnetosomen-Leervesikel und unreife Magnetitkristalle sind offenbar zufällig in der 
Zelle angeordnet. Entscheidend ist, dass die Magnetosomen nicht mit den 
Magnetosomenfilamenten assoziiert sind. Die Charakterisierung des ΔmamJ-Phänotyps 
zeigte keine signifikante Veränderung des Wachstums und der Eisenaufnahme. 
Die Untersuchungen haben gezeigt, dass das Magnetosomenmembranprotein MamJ die 
intrazelluläre Position Magnetit-gefüllter und ungefüllter Magnetosomenvesikel 
beeinflusst. Das Protein koppelt die Magnetosomen an eine zytoskeletale Struktur und ist 
daher essentiell für die Assemblierung und Stabilisierung von Magnetosomenketten. 
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Abbildung 2.10: Kryo-Elektronentomographie von ΔmamJ Zellen. A Eine 2D-Projektion einer vitrifizierten 
ΔmamJ Mutantenzelle, die bei 0° aufgenommen wurde. Für die spätere Alignierung wurden der Probe 10 
nm große Goldkolloide hinzugegeben. B Zwei übereinander gelagerte x-y Projektionen der 3D-
Rekonstruktion zeigen den Verlauf der Magnetosomenfilamente (Pfeil). Im Gegensatz zum Wildtyp 
enthält die Zelle keine Magnetosomenkette. C, D Die Visualisierung der kompletten Zelle zeigt die 
Magnetosomenmembran (gelb), die Magnetitkristalle (rot), die Magnetosomenfilamente (grün) und die 
Zellmembran (blau) aus verschiedenen Blickrichtungen. Die Magnetosomen-Leervesikel sind offenbar 
zufällig in der Zelle angeordnet. In Zellen denen das Magnetosomenmembranprotein MamJ fehlt, sind die 
Magnetosomen nicht an der zytoskeletalen Struktur assoziiert. Die Pfeile weisen auf identische 
Positionen in unterschiedlichen Blickwinkeln hin. Die Kippserie wurde bei folgenden Parametern 





3. METHODISCHE NEUENTWICKLUNGEN 
 
Im folgenden Abschnitt werden die Neuentwicklungen vorgestellt, die im Verlauf dieser 
Dissertation erarbeitet wurden. 
 
3.1 ALIGNIERUNG VON KIPPSERIEN AMORPHER DÜNNSCHNITTE 
Um die interne Struktur von eukaryotischen Zellen mit hoher Auflösung untersuchen zu 
können, müssen Dünnschnitte der vitrifizierten Probe mittels Kryo-Ultramikrotomie 
hergestellt werden. Die mit dieser Methode erzeugten Kryo-Schnittbänder werden auf EM-
Grids transferiert und im TEM wie beschrieben mikroskopiert. Um aus den 
aufgenommenen TEM Einzelbildern (Projektionen) einen 3D-Datensatz rekonstruieren zu 
können, müssen zunächst alle Projektionen zueinander aligniert werden. Als 
elektronendichte Bezugspunkte für die Alignierung dienen in der Praxis kolloidale 
Goldpartikel (siehe Kapitel 2.4.3), die vor der Vitrifizierung der biologischen Probe 
zugegeben werden. Für eine exakte Alignierung der Kippserie werden mindestens drei, 
idealerweise fünf kolloidale Marker benötigt. 
Bei Verwendung von Dünnschnitten besteht die Möglichkeit, kolloidales Gold direkt auf 
den Kohlefilm der EM-Grids zu geben, bevor die Schnittbänder darauf transferiert werden. 
Diese Vorgehensweise ist einfach und nicht zeitaufwendig. Dennoch führt sie nur in 
wenigen Fällen zum Erfolg, da bedingt durch die Welligkeit des Schnittbandes nur ein 
unzureichender Kontakt mit dem Kohlefilm besteht und in Folge dessen die Höhe der 
Probenebene nicht mit der Höhe der Markerebene übereinstimmt. Durch den daraus 
resultierenden Unterschied in der euzentrischen Höhe lassen sich die einzelnen Marker 
nicht über eine komplette Kippserie verfolgen, was eine spätere Alignierung unmöglich 
macht [Hsieh et al. 2006]. Ein alternativer Ansatz ist das Einbringen von elektronendichten 
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Partikeln in die biologische Probe. Dies kann jedoch nur durch invasive Methoden 
erfolgen und ist daher nicht erstrebenswert.  
Ein allgemein gültiges Verfahren, welches erst kürzlich entwickelt wurde, beruht auf der 
Adsorption von Quantum Dots auf amorphen Dünnschnitten [Masich et al. 2006]. Es nutzt 
vor allem den niedrigen Schmelzpunkt von Isopentan (-155°C), sowie die Löslichkeit von 
PbS-Quantum Dots in einem unpolaren Lösungsmittel aus, um die Marker auf Kryo-
Schnitte aufzubringen. Das Verfahren wird in der Probenkammer des Kryo-
Ultramikrotoms bei einer Temperatur von -150°C durchgeführt. In einem speziell dafür 
angefertigten Behälter [Masich et al. 2006] wird in eine Vertiefung eine Suspension 
gegeben, die in einem Mischverhältnis 1:50 (v/v) aus Toluol-löslichen PbS-Quantum Dots 
und Isopentan besteht. In einer zweiten Vertiefung befindet sich flüssiges Ethan. EM-Grids 
mit Schnittbändern werden zunächst in die Quantum Dots-Suspension getaucht, 
anschließend in flüssigem Ethan gespült, mit Filterpapier geblottet und schließlich in 
flüssigem Stickstoff aufbewahrt. Mittels der Quantum Dots-Methode kann zwar eine 
verbesserte Alignierung der Kippserie erfolgen, gleichzeitig weist dieses Verfahren jedoch 
auch einige Nachteile auf. Die verwendeten Quantum Dots weisen einen Durchmesser von 
circa 16 nm auf und sind damit etwas größer, als die standardmäßig verwendeten 
Goldkolloide (Durchmesser: circa 10 – 12 nm). Darüber hinaus neigen die im unpolaren 
Lösungsmittel gelösten Quantum Dots zur Bildung von Aggregaten [Abb. 3.1, A], was die 
Alignierung erschwert. Aufgrund der monokristallinen Struktur der inorganischen 
Halbleiterpartikel, kommt es zu ‚dynamischen’ Streueffekten während des Kippens der 
Probe. Dadurch erfolgt eine Änderung des Kontrastes der Quantum Dots, sodass bei 
bestimmten Kippwinkeln die Marker kaum noch detektiert und folglich nicht zur 
Alignierung verwendet werden können. 
 
3.1.1 GOLDKOLLOIDE AUF DER OBERFLÄCHE VON KRYO-SCHNITTBÄNDERN 
Im Gegensatz zum Aufbringen der kolloidalen Goldpartikel auf den Kohlefilm des EM-
Grids ermöglicht die Adsorption von Goldkolloiden an die Oberfläche der Kryo-
Schnittbänder eine exakte und zuverlässige Alignierung von Kippserien vitrifizierter 
Schnitte. Aufgrund der Problematik der ‚dynamischen’ Streueffekte von Quantum Dots im 
Elektronenmikroskop wurde die zuvor beschriebene Masich-Methode entsprechend 
modifiziert. Hierfür wurde kolloidales Gold nach dem Protokoll von Hiramatsu und 
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Osterloh in Toluol synthetisiert [Hiramatsu und Osterloh 2004]: 50 mg 
Tetrachlorogoldsäure (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA), 1,0 g (1,2 ml) Oleylamin 
(Acros Organics, Geel, Belgien) und 1,0 ml Toluol wurden einer auf 110°C erhitzten 
Lösung, bestehend aus 1,7 g (2,7 ml) Oleylamin und 49 ml Toluol, beigemischt. Nach 
einer Reaktionszeit von 2 h wurde das Produkt durch Zugabe von 100 ml gekühltem 
Methanol ausgefällt. Die gebrauchsfertige Partikelsuspension mit einer Endkonzentration 
von 17 mg/ml entstand durch Zentrifugation (500xg, 10 Minuten) und anschließender 
Resuspension in 1,0 ml Toluol. Die auf diese Weise synthetisierten Goldkolloide weisen 
eine durchschnittliche Größe von 10 nm auf [Abb. 3.1, B]. 
 
Abbildung 3.1: EM-Aufnahmen der kolloidalen Marker. A Die Abbildung zeigt PbS-Quantum Dots 
(Partikeldurchmesser 10-17 nm) auf einem Kohlefilm. In der Box sind Quantum Dots (obere Reihe) und 
10 nm Goldkolloide (untere Reihe) dargestellt. Durch die monokristalline Struktur verändert sich der 
Kontrast der Partikel bezüglich deren Lage zum eintreffenden Elektronenstrahl. B Kolloidale 
Goldpartikel, die mit Oleylamin stabilisiert wurden. Die Goldkolloide besitzen eine polykristalline 
Struktur und zeichnen sich durch den homogenen Kontrast der Partikel aus. Dies ist besonders vorteilhaft 
beim Alignieren von Kippserien, da die Marker problemlos in jeder Projektion zu identifizieren sind. 
Maßstab: 50 nm (A und B). 
 
Die neu entwickelte Goldkolloid-Methode gewährleistet nicht nur eine exaktere 
Alignierung der Kippserie, aufgrund der einheitlichen Partikelgröße von 10 nm, sondern 
erleichtert durch den homogenen Kontrast auch die Detektion der Marker in allen 
Projektionen. Des Weiteren können Goldkolloide mit unterschiedlicher Größe 
monodisperser Qualität hergestellt werden, was eine Anwendung bei verschiedenen 
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Vergrößerungen im Elektronenmikroskop ermöglicht. Ein weiterer Vorteil dieses 
Verfahrens ist es, das die Goldkolloide in monodisperser Qualität auf den amorphen 
Schnittbändern vorliegen und nicht zur Bildung von Aggregaten neigen. 
Während der durchgeführten Experimente mit Quantum Dots und Goldkolloiden lassen 
sich gelegentlich Reste von Isopentan auf den Kryo-Schnitten beobachten, obwohl die 
Proben nach dem Aufbringen der elektronendichten Marker sorgfältig mit flüssigem Ethan 
gespült wurden. Dies ist insofern problematisch, da Bereiche mit organischen 
Lösungsmitteln eine geringere Strahlenresistenz gegenüber Elektronen aufweisen [Balmes 
et al. 2004] und dies zu einer Bewegung der Marker während der Aufnahme der Kippserie 
führen kann. Eine 1:1 (v/v) Mischung aus Isopentan-Gold mit flüssigem Ethan führte in 
den meisten Fällen zur Reduzierung der Isopentanreste. 
Um die Qualität der Alignierung bestimmen zu können, wird der mittlere Fehlerwert 
betrachtet. Hierbei ist ein Alignierungsfehler von bis zu 2 Bildpunkten tolerierbar für eine 
3D-Rekonstruktion. Bei Verwendung der Goldkolloid-Methode ergab sich ein Wert 
zwischen 1 und 1,5 Pixel, was einem Alignierungsfehler von 0,7-1,0 nm bei einer 
Objektpixelgröße von 0,68 nm entspricht. Diese Fehlerwerte zeigen, dass auf Kryo-
Schnittbändern aufgebrachte Goldkolloide hervorragend zum exakten Alignieren der 
Kippserien von amorphen Dünnschnitten geeignet sind. 
 
3.1.2 GOLDKOLLOIDE IM KRYO-SCHNITTBAND 
Die in dieser Arbeit vorgestellten Daten wurden bei einer 23000-fachen Vergrößerung mit 
einer 2048 x 2048 Pixel CCD-Kamera aufgezeichnet, was bei einer Pixelgröße von 0,68 
nm einer Fläche von 1,95 µm2 entspricht. Für eine exakte Alignierung der Kippserie 
werden mindestens 3 Marker pro µm2 benötigt. 
Bei kleineren, zellulären Proben (Durchmesser < 1,5 µm) wie beispielsweise Bakterien, 
einzellige Algen, isolierte Zellorganellen oder Zellrandbereiche, sind die Goldkolloide 
stets außerhalb der Zellen im Medium bzw. in der Pufferlösung detektierbar und können 
für die Alignierung verwendet werden. Aufgrund dessen kann kolloidales Gold problemlos 
zur Kryo-Schutzpolymerlösung zugegeben werden. Dies ist bei größeren eukaryotischen 
Strukturen dagegen nicht möglich, da die Bildausschnitte von Kryo-Schnitten fast 
ausschließlich intrazelluläre Regionen abbilden, die keine Goldkolloide enthalten.  
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Wie bereits beschrieben (2.1.1), muss die Zell-Polymerlösung, um in den amorphen 
Zustand überführt werden zu können, eine Endkonzentration von 20 % (w/v) Dextran 
aufweisen. Zudem muss eine ausreichende Menge an Goldkolloiden im Kryo-Schnittband 
vorhanden sein. Daher wurde zunächst die notwendige Kolloidkonzentration ermittelt, die 
der Dextranlösung hinzugefügt wird. Dafür wurde eine kolloidale Goldstammlösung mit 
12 nm großen Partikeln hergestellt (siehe Kapitel 4.1). Da die Zugabe von kolloidalem 
Gold zu Dextran zur Partikelaggregation führt, ist zunächst eine Stabilisierung der 
Goldkolloide mit Rinderserumalbumin (BSA) (100 µg/100 µl) notwendig (siehe Kapitel 
4.1). Außerdem muss die stabilisierte Nanogoldlösung durch Zentrifugation 12-fach 
ankonzentriert werden (siehe Kapitel 4.1). Vor der Vitrifizierung wurde eine 40 %ige (w/v) 
Dextranlösung mit der konzentrierten, BSA-stabilisierten Nanogoldlösung im Verhältnis 
1:1 gemischt, hochdruckgefroren und die Probe im Kryo-Ultramikrotom geschnitten. Es 
wurden Kryo-Schnitte mit einer Nominaldicke von 50 und 100 nm hergestellt. Ein 
charakteristisches Bild zeigt Abbildung 3.2, A. Im Dünnschnitt sind 12 nm große 
Goldkolloide zu erkennen, die stabil innerhalb der Dextranmatrix vorliegen. Die 
statistische Auswertung [Abb. 3.2, B] des Experiments zeigt, dass 50 nm und 100 nm dicke 
Kryo-Schnitte im Durchschnitt 4,8 bzw. 7,6 Marker pro µm2 enthalten. Damit ist eine 
ausreichende Anzahl an Markern zur exakten Alignierung der Kippserie vorhanden. 
Abbildung 3.2: Kolloidale Goldmarker im Kryo-Schnittband. A Die mit BSA stabilisierte kolloidale 
Goldsuspension wird in einem Verhältnis 1:1 mit 40 % w/v Dextran gemischt, vitrifiziert und unter Kryo-
Bedingungen geschnitten. Im Bereich des Übergangs (Pfeilköpfe) von zwei amorphen Schnitten 
(Nominaldicke: 50 nm) sind mehrere 12 nm große Goldkolloide sichtbar. B Die statistische Auswertung 
zeigt, dass in 50 nm und 100 nm dicken Kryo-Schnitten im Durchschnitt 4,8 bzw. 7,6 Marker pro µm2 
enthalten sind (Darstellung der Werte im Anhang). Maßstab: 200 nm (A). 




1999 wurde von P. Walther ein Verfahren beschrieben, dass auf der Kombination von 
Kryo-Ultramikrotomie und Kryo-Rasterelektronenmikroskopie (SEM) beruht [Walther und 
Müller 1999]. In den Experimenten wurden Hochdruck-gefrorene Hefezellen verwendet. 
Im Kryo-Ultramikrotom wurde dann durch Abtragen dünner Schichten mit dem 
Diamantmesser eine gleichmäßige Probenoberfläche erzeugt, die anschließend im Kryo-
SEM analysiert wurde. Die Untersuchungen ergaben, dass die Oberfläche der amorphen 
Probe keine für die Kryo-Ultramikrotomie typischen Schneideartefakte wie Kompression 
und ‚Crevassen’ aufwies [Abb. 3.3, A].  
 
Das Cryo-Planing ist eine neue Methode, die im Verlauf dieser Dissertation entwickelt 
wurde. Dieses Verfahren ermöglicht das mechanische Abtragen vitrifizierter Eisschichten 
mit einem Diamantmesser direkt auf einem EM-Grid im Kryo-Ultramikrotom [Abb. 3.3, B 
und C]. Für die Umsetzung des Prinzips musste zunächst ein Halter entwickelt werden, der 
das EM-Grid entsprechend fest einspannt, um mechanisch dünne Schichten vom Eisfilm 
abtragen zu können. Auf diese Weise lässt sich ein gedünnter Bereich auf dem EM-Grid 
herstellen, der einige hundert Nanometer dick und somit elektronentransparent ist. Die 
Abbildung 3.3: Prinzip des Cryo-Planings. A Im SEM-Bild sind vitrifizierte Hefezellen in einem Block nach 
dem Kryo-Schneiden zu sehen. Dafür wurde im Kryo-Ultramikrotom die Hochdruck-gefrorene Probe 
zunächst mit dem Diamantmesser bearbeitet, um eine gleichmäßige Probenoberfläche zu erzeugen. 
Anschließend erfolgte die Analyse der Oberfläche der Eis-eingebetteten Probe mit dem Kryo-SEM. Im 
Gegensatz zu den angefertigten Dünnschnitten weist die Oberfläche keine mechanischen Verformungen 
auf [Walther und Müller 1999]. B Auf dem EM-Grid befindet sich ein vitrifizierter Eisfilm (> 500 nm), 
der aufgrund der Probendicke eine Anwendung der Kryo-ET nicht ermöglicht. C Mechanisch werden 
einzelne Eisschichten mit einem Diamantmesser entfernt und somit die Probedicke verringert. Der Pfeil 
weist auf die Richtung der Messerbewegung hin. 
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erzeugte Oberfläche ist frei von Kompressions- und Schneideartefakten. Im folgenden 
Abschnitt wird der Aufbau des Cryo-Planing Halters vorgestellt. 
 
3.2.2 HALTERAUFBAU UND GEOMETRISCHE BETRACHTUNGEN 
Um mit dem modifizierten Diamantmesser akkurat einzelne Eisschichten abtragen zu 
können, muss das EM-Grid zunächst präzise zentriert und stabil festgespannt werden. Für 
diesen Zweck wurde ein entsprechender Halter entworfen und gebaut. 
Der Halter besteht aus einer zylindrischen Aufnahme und einer Grundplatte mit 
ausgearbeiteter Haltevorrichtung [Abb. 3.4]. Diese besitzt am distalen Ende eine Wölbung 
mit einem Radius von 6 mm. Entlang der Wölbung liegt eine Halteklammer aus Kupfer-
Beryllium auf, die einen Radius von 7,5 mm besitzt. In die Haltevorrichtung eingearbeitet 
ist ein Exzenter, der das Festklemmen der Halteklammer ermöglicht. Darüber hinaus sind 
zwei kleine Positionierstifte distal eingearbeitet, welche das EM-Grid auf dem Halter 
zentrieren. Das Drehen des Exzenters unter Kryo-Bedingungen ermöglicht ein 
Stiftschlüssel. 
 
Die homogene Abtragung der Eisoberfläche erfolgt unter Verwendung eines 
Diamantmessers, da bereits gezeigt wurde, dass das Dünnen mit einem Stahlmesser oft zu 
Verschmierungen und Brüchen führt [Walther 2003]. Das verwendete 35° Diamantmesser 
 
Abbildung 3.4: Aufbau des Halters zum Cryo-Planing. A Der Halter zentriert und klemmt das EM-Grid 
(Stern). B Die Explosionsdarstellung zeigt die einzelnen Bestandteile der feinmechanischen Konstruktion. 
Maßstab: 5 mm. 
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(Diatome, Biel, Schweiz) hat eine Schneidenlänge von 1 mm und einen Neigungswinkel 
von 6°. Die Höhe der Halterung des Diamantmessers wurde an die Geometrie des Kryo-
Ultramikrotoms angepasst. 
 
Der Halter wurde an die Klemmvorrichtung des Kryo-Ultramikrotoms EM UC6 /FC6 
(Leica Mikrosysteme, Wien, Österreich) angepasst. Für den Einbau der vitrifizierten Probe 
wird der Halter zunächst auf eine Präparationsplatte in der Kammer des Kryo-
Ultramikrotoms gebracht [Abb. 3.5, A], die bereits auf eine Temperatur von -150°C 
gekühlt wurde. Nach Abkühlung des Halters erfolgt der Einbau der Probe. Durch Rotation 
des Exzenters öffnet sich die Halteklammer und das vitrifizierte EM-Grid kann zentriert 
und eingespannt werden. Die mechanische Stabilisierung des EM-Grids ist essentiell für 
den Schneidevorgang. Das Verwenden von zusätzlichem Kryo-Klebstoff, z.B. cryo glue 
[Richter 1994], entfällt. Beim Einbau des EM-Grids ist auf die richtige Orientierung mit 
der Probenseite nach außen zu achten. Nach Einbau des EM-Grids in die Haltevorrichtung 
wird der Halter in die Aufnahme des Kryo-Ultramikrotoms montiert. Das Diamantmesser 
wird vorsichtig an die Probenoberfläche herangeführt und feinjustiert. Der Prozess des 
Abtragens kann durch Änderung der Trimmparameter angepasst werden. Üblicherweise 
werden homogene Eisoberflächen bei Verwendung eines geringen Abtrags (6 nm) und 
einer langsamen Geschwindigkeit (5 mm/s) erzielt. Um abgetragenes Material von der 
Messerkante zu entfernen, empfiehlt es sich, einen Ionisator zu verwenden [Abb. 3.5, B]. 
Abbildung 3.5: Einbau des Cryo-Planing Halters im Kryo-Ultramikrotom. A Der Einbau der Probe erfolgt 
in der Kammer des Kryo-Ultramikrotoms bei einer Temperatur von -150°C. Zum Probeneinbau liegt der 
Halter auf der Präparationsplatte auf. Diese Position gewährleistet ein unkompliziertes Einspannen der 
vitrifizierten Probe. B Der Cryo-Planing Halter wird anschließend in die Aufnahme des Kryo-
Ultramikrotoms montiert. Während des Trimm-Prozesses erleichtert der Ionisator das Lösen des 
abgetragenen Materials an der Messerkante. 
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Das EM-Grid wird durch die definierte Form der Halterung und der Spannklammer auf 
den Radius von 7,5 mm minimal gekrümmt [Abb. 3.6, A]. Beim Cryo-Planing bewegt sich 
der Mikrotomarm mit dem eingespannten EM-Grid senkrecht zum Diamantmesser. Durch 
das serielle Abtragen der Oberfläche vergrößert sich die Schnittfläche bei jedem Vorschub 
der Probe. Dadurch wird eine plane Fläche geschaffen, die parallel zur Grundplatte des 
Halters orientiert ist. Wird das EM-Grid anschließend aus dem Halter ausgebaut, biegt sich 
das EM-Grid zurück. Dadurch entsteht eine konkave Schnittoberfläche [Abb. 3.6, B]. Die 
Wölbung kann anhand der Koordinatenfunktion eines Kreises (3.1) beschrieben werden. 
Dabei entspricht r dem Kreisradius, d der Dicke des Eisfilmes und l der Länge des 
festgelegten Bereiches (3.2) [Abb. 3.6, B]. Bei Verwendung definierter Probendicken kann 
die Länge durch eine Wurzelfunktion dargestellt werden (3.3): 
     222 yxr +=            (3.1) 
2)(22 drlr −+=            (3.2) 
22 ddrl −⋅⋅= .           (3.3) 
Da Eis-eingebettete biologische Proben im Elektronenmikroskop (bei 300 keV) nur bis 
zu einer Dicke von 0,5 µm abgebildet werden können, ist bei darüber hinausgehenden 
Probendicken ein weiteres Abtragen des Eisfilms erforderlich. Durch das Cryo-Planing 
lassen sich elektronentransparente Bereiche (Probendicke: 0,5 µm) herstellen, es entstehen 
aber gleichzeitig auch Bereiche, deren Dicke ein weiteres Entfernen von Eisschichten 
erforderlich macht. Dies kann beispielsweise durch Sputtering von Probenatomen 
(„milling“) mit einem fein fokussierten Gallium Ionenstrahl (FIB) unter Kryo-
Bedingungen erfolgen. Das Materialabtragsvolumen ist hierbei abhängig von den 
verwendeten Strahlstromstärken, wobei in der Praxis niedrige Stromstärken (30 – 100 pA) 
verwendet werden, um eine lokale Erwärmung der gefrorenen Probe zu vermeiden. Die 
niedrigen Strahlstromstärken erfordern allerdings deutlich längere milling-Zeiten und sind 
in der Regel nicht für das Abtragen größerer Probenvolumen geeignet. Als praktikabel für 
den Einsatz der FIB-Technik haben sich Eisbereiche mit Dicken bis zu 2 µm gezeigt. Die 
folgenden Berechnungen beziehen sich daher auf diese Dickenbereiche, wobei lTrans (3.4) 
die Länge des elektronentransparenten Bereiches beschreibt und lFIB (3.5) die Länge des 
mittels FIB-Technik bearbeitbaren Bereiches darstellt: 
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mmmmlTrans μμμμ 6,86)5,0(5,075002
2 =−⋅⋅=          (3.4) 
mmmmlFIB μμμμ 2,173)0,2(0,275002
2 =−⋅⋅= .         (3.5) 
Der Prozess des Cryo-Planings wird so lange fortgesetzt, bis im gedünnten Eisfilm ein 
Loch entsteht. Diese Vorgehensweise bietet die Möglichkeit, die verbleibende Probendicke 
abzuschätzen und liefert so ein ‚Stop-Signal’, um den Planing-Prozess zu beenden. Auf 
Grundlage der theoretischen Berechnungen ergibt sich ein elektronentransparenter Bereich 
mit einer Länge von 86,6 µm und ein ebenso großer Bereich, der einen weiteren 
Materialabtrag mittels FIB-Technik nötig macht [Abb. 3.6, C]. Im Idealfall erfolgt ein 
Materialabtrag entlang der gesamten Messerkantenbreite (Breite: 1 mm [Abb. 3.7]), was 
einer Fläche von 173 000 µm2 entspricht. 
Abbildung 3.6: Geometrische Betrachtung der getrimmten Probenoberfläche. A Die Seitenansicht des Cryo-
Planing Halters illustriert, wie das EM-Grid durch Spannen der Halteklammer an die Wölbung des 
Halters angepasst wird. Dabei beschreibt r den Radius der Halteklammer. B Die schematische Darstellung 
gibt die Parameter an, die die Wölbung der abgetragen Fläche definieren, wobei r dem Radius der 
Halteklammer und d der Probendicke entspricht. C Aus den geometrischen Berechnungen ergibt sich ein 
elektronentransparenter Bereich (hellgrau) und Bereiche, die mit einer Dicke von bis zu 2 µm eine 
weitere Bearbeitung mit dem Ionenstrahl erfordern (dunkelgrau). Die Bereiche sind mit einer Länge von 
86,6 µm gleich lang. 





Abbildung 3.7: Cryo-Planing unter idealen Bedingungen. Überschreitet die Probendicke 1 µm, so kann der 
Elektronenstrahl die Probe nicht mehr durchstrahlen (schwarzen Bereiche auf dem EM-Grid). Erst durch 
Entfernen der oberen Schichten durch Anwendung der Cryo-Planing-Methode können Areale geschaffen 
werden, die elektronentransparent sind. Beim mechanischen Entfernen der einzelnen Eisschichten von der 
Probe wird eine Wölbung im amorphen Eis erzeugt. Dies führt zu einem graduellen Zuwachs der 
Probendicke entlang der Messerrichtung, schematisiert in einen Grauwertgradienten. Unter optimalen 





4. MATERIALIEN UND METHODEN 
 
4.1 HERSTELLUNG VON KOLLOIDALEM GOLD 
Die Herstellung von 12 nm kolloidalem Gold erfolgte mit kleineren Modifikationen nach 
dem Protokoll von Slot und Geuze [Slot und Geuze 1981]. Dafür wurden 80 ml 
destilliertes Wasser mit 1 ml einer 1 %igen Tetrachlorogoldsäure (Sigma, St. Louis, MO, 
USA) gemischt und auf 60°C erhitzt. Zusätzlich wurde 16 ml destilliertes Wasser zu   
0,050 ml einer 1 %igen Gerbsäure (Mallinckrodt Baker, Phillipsburg, NJ, USA) und 4 ml 
einer 1 %igen Tri-Natriumzitrat-Dihydrat-Lösung (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
gegeben. Anschließend wurden beide Lösungen unter starkem Rühren zügig gemischt. 
Binnen Sekunden bildeten sich Goldkolloide und die Lösung schlug von farblos auf rot 
um. Durch Variation der Gerbsäurekonzentration konnten unterschiedlich große 
Kolloidgrößen hergestellt werden [Tabelle 4.1]. 
 
Tabelle 4.1: Abhängigkeit der Größe des entstehenden kolloidalen Goldes von der Gerbsäurekonzentration 
[Slot und Geuze 1981]. Die angegebenen Konzentrationen beziehen sich auf ein Endvolumen von 100 ml 
kolloidaler Lösung. 
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Nach der Herstellung wies die Goldkolloidlösung einen pH-Wert zwischen 4 und 4,5 auf. 
Um eine Aggregation der kolloidalen Partikel zu vermeiden, wurde die Partikeloberfläche 
mit Rinderserumalbumin (BSA) konjugiert. Die Verwendung von BSA setzt einen pH-
Wert von circa 5,5 voraus, welcher durch Zugabe von 1 M K2CO3 erreicht wurde. Die 
Menge des zur Stabilisierung des kolloidalen Goldes benötigten Proteins wurde nach der 
von Horisberger et al. bzw. Roth und Binder beschriebenen Standardmethode bestimmt 
[Horisberger et al. 1975; Roth und Binder 1978]. Mehrere 1 ml Aliquote kolloidaler 
Goldsuspension mit dem gewünschten Protein in Konzentrationen von 10-150 µg/100 µl 
vermischt und 1 Stunde bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurde das gleiche 
Volumen 10 %iger Natriumchlorid-Lösung hinzugegeben und die Stabilität der 
Kolloidlösung durch die Messung der Absorption bei 580 nm kontrolliert. Bei zu geringer 
Proteinkonzentration wurde das kolloidale Gold nach Zugabe des Salzes in einer 
Redoxreaktion zerstört, aggregierte und fiel aus. Die Lösung wurde dunkler und der 
Absorptionswert nahm ab. War die Oberfläche des Goldes ausreichend mit Protein 
geschützt, blieb die Farbe der Lösung unverändert und der Absorptionswert verringerte 
sich nicht. Die 12 nm großen Goldkolloide wurden schließlich mit einer BSA-
Konzentration von 100µg/100 µl stabilisiert und konnten mehrere Wochen bei 4°C 
gelagert werden. 
Für eine optimale Konzentration der kolloidalen Goldmarker in den amorphen 
Dünnschnitten musste die Kryo-Schutzpolymerlösung mit der zwölffach konzentrierten 
Goldkolloidlösung versetzt werden. Dafür wurde die Nanogoldlösung zentrifugiert (5 min 




4.2.1 P19 STAMMZELLEN 
Die Zellkultur der pluripotenten Stammzelllinie P19 (DMSZ, ACC 316) erfolgte in 25 cm2 
großen Zellkulturflaschen (Nunc, Roskilde, Dänemark). Die Zellen wurden in 4 ml 
supplemierten Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) (Tabelle 4.2) bei 37°C und 
5 % CO2-Partialdruck kultiviert. Nach Bestimmung der Zellzahl (Bürker Zählkammer) 
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wurden die Zellen entweder weiter passagiert oder für die Versuche vorbereitet 
(Fluoreszenzfärbung, Kryo-Präparation). 
 
Tabelle 4.2: Mediumzusammensetzung zur Kultivierung von P19. 
Handelsname Volumen Endkonzentration Hersteller 
Knockout D-MEM 500 ml  Invitrogen, 10829-018 
Knockout SR Serum Replacement 50 ml 10 % Invitrogen, 10828-028 
L-Glutamin 5 ml 200 mM Sigma, G-7513 
 
4.2.2 HL-1 KARDIOMYOZYTEN 
HL-1 Zellen [Claycomb et al. 1998] wurden in 75 cm2 Zellkulturflaschen (Nunc, Roskilde, 
Dänemark) ausgesät, die zuvor für mindestens 2 h mit einer Fibronektin/Gelatinelösung 
(siehe Stammlösungen) inkubiert worden waren. Die Zellen wurden in 14 ml 
supplementierten Claycomb Medium (Tabelle 4.3) bei 37°C und 5 % CO2-Partialdruck 
kultiviert. Nach Erreichen einer sichtbaren Konfluenz von 70-80 %, beginnen die Zellen 
spontan zu kontrahieren, was als Zeichen für die Vitalität während der Probenvorbereitung 
benutzt werden konnte [Abb. 4.1]. Zu diesem Zeitpunkt wurden die Zellen durch 5-
minütige Einwirkung einer Schweinetrypsin-EDTA Lösung (0,25 %; Invitrogen, 25200)  
(3 ml/ 75 cm2 Zellkulturflasche) von der Oberfläche gelöst. Durch die Zugabe von 3 ml 
eines Trypsininhibitors (siehe Stammlösungen) wurde die Enzymlösung neutralisiert. Nach 
Bestimmung der Zellzahl (Bürker Zählkammer) wurden die Zellen entweder weiter 
passagiert oder für die Versuche vorbereitet (Fluoreszenzfärbung, Kryo-Präparation). 
 
Tabelle 4.3: Mediumzusammensetzung zur Kultivierung von HL-1. 
Stoff Volumen Konzentration Hersteller 
Claycomb Medium 87 ml  Sigma, 51800C 
Fötales Kälberserum 10 ml 10 % JRH Biosciences, 
12103, LOT 5J0994 
Penicillin/ Streptomycin 1 ml 100 U/ml: 100 µg/ml Invitrogen, 15140-122 
Norepinephrin (10 mM Stammlösung) 1 ml 10 mM Sigma, A0937 
L-Glutamin 1 ml 200 mM Invitrogen, 25030 




Abbildung 4.1: Phasenkontrastaufnahme von HL-1 Kardiomyozyten. Die weißen Punkte sind Körnchen, 
bestehend aus atrialem natriuretischem Peptid, auch bekannt als atrialer natriuretischer Faktor (ANF). 
Die Produktion des Peptidhormons ist ein typisches Merkmal für atriale Myozyten. Sobald die Zellen ein 




Zum Beschichten der Kulturflaschen wurde eine Fibronektin/Gelatinelösung verwendet. 
Dafür wurde 0,1 g Gelatine (Sigma, G6144) in 500 ml destilliertem Wasser gelöst und bei 
121°C autoklaviert. Zu 199 ml einer 0,02 %igen Gelatinelösung wurde 1 ml Fibronektin 
(Sigma, F1141) hinzugefügt. Anschließend wurde die Lösung in Aliquots mit einem 
Volumen von 6 ml abgefüllt und bei -20°C gelagert. 
 
Norepinephrin-Stammlösung 
80 mg Norepinephrin (Sigma, A0937) wurde zu 25 ml einer 30 mM Ascorbinsäurelösung 
hinzugegeben. Die Lösung wurde anschließend steril filtriert und in Aliquots mit einem 
Volumen von 1 ml abgefüllt und eingefroren. Die Norepinephrin-Stammlösung kann bis zu 
einem Monat bei -20°C gelagert werden. 
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Trypsininhibitor aus Sojabohnen 
25 mg Trypsininhibitor aus Sojabohnen (Merck, 65035) wurde in 100 ml 
phosphatgepufferter Salzlösung (PBS) gelöst und steril filtriert. Die Lösung kann bis zu 
einem Monat bei 4°C gelagert werden. 
 
Kultivierung der HL-1 Zellen auf 2D-Mikroträgern 
Zum Hochdruckgefrieren adhärenter HL-1 Zellen in Kapillarröhrchen wurden die 
Kardiomyozyten auf 2D-Mikroträgern (Tabelle 4.4) kultiviert. Um die Verwendung von 
Dextran-Kügelchen (Cytodex 1 von Sigma, St. Louis, MO, USA) zu ermöglichen, mussten 
die Mikroträger in PBS (50 ml/g) quellen und anschließend bei 121°C autoklaviert werden. 
Um eine bessere Haftung der Zellen auf den Microcarriern zu erzielen, erfolgte eine 
zweistündige Inkubation mit einer Fibronektin/Gelatine-Lösung bei 37°C und 5 % CO2-
Partialdruck. Da es einer ausreichenden Pufferung des Mediums bedarf, um große 
Zellmengen zu kultivieren, wurden dem supplementierten Medium HEPES (20 mM) 
beigemischt. Das Medium mit den Mikroträgern (Konzentration: für Cytodex 2 g/l und für 
MicroHex 7,1 cm2/ml) und den darauf befindlichen Zellen (Konzentration: für Cytodex 
1,74 x 105 Zellen/ml und für MicroHex 1,42 x 105 Zellen/ml) wurde in eine Spinnerflasche 
gegeben. Um ein besseres Haften der Zellen an der Oberfläche zu gewährleisten, wurde 
mit dem Rühren (20 U/min) erst nach 2 h begonnen. Sobald die Mircocarrier eine sichtbare 
Konfluenz erreichen, wurde die Suspension abzentrifugiert (1000xg, 5 min). Zum 
Hochdruckgefrieren wurde die Zell/ Trägersuspension mit der Kryo-Schutzpolymerlösung 
gemischt. 
 
Tabelle 4.4: Eigenschaften der verwendeten Mikroträger 






Cytodex 1 Sigma Dextran, 
quervernetzt 
121-220 µm 4400 cm2/g ja ja ja 
MicroHex Nunc Polystyrol Hexagonal, 
125 µm 
Seitenlänge 
760 cm2/g nein ja nein 
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Kultivierung der HL-1 Zellen in ECM Gel 
Das ECM-Gel (extracellular matrix, ECM) (Sigma, St. Louis, MO, USA) ist ein löslicher 
Extrakt aus der Basallamina des Engelbreth-Holm-Swarm-Sarkoms der Maus [Kleinman et 
al. 1986]. Es besteht aus einer Mischung aus Matrixproteinen, die besonders reich an 
Laminin ist, gefolgt von Kollagen Typ IV, Heparansulfat, Proteoglykanen und Entacitin 
(Nidogen). Die Polymerisation des ECM-Gels wird bei einer Temperatur von 20-40°C 
aktiviert. 
Zunächst wurde das Gel über Nacht im Kühlschrank aufgetaut. Alle weiteren 
Arbeitsschritte erfolgten auf Eis unter Verwendung von gekühlten Medium und 
vorgekühlten Instrumenten (Pipetten, Röhrchen), um die Gelbildung zu verhindern. Das 
Gel wurde 1:1 mit dem supplementierten Medium gemischt und auf Eis gelagert. Die 
Zellen wurden in einer Konzentration von 3x104 Zellen/ml in der Gel/Medium-Lösung 
resuspendiert. Für die Gelbildung wurden 50 µl oder 100 µl Tropfen in eine 21,5 cm2 
Petrischale (Nunc, Roskilde, Dänemark) geben und im Inkubator (37°C, 5 % CO2) für 10 
min inkubiert. Anschließend erfolgte die Zugabe von vorgewärmtem Medium. Nach einer 
Kultivierung von 4 Tagen wurden die Zell/Gel-Aggregate zum Hochdruckgefrieren 
vorbereitet. 
 
4.2.3 SACCHAROMYCES CEREVISIAE 
Hefezellen des Stammes Saccharomyces cerevisiae LT1a [Abb. 4.2] wurden in 50 ml 
Standardmedium YPD (Yeast Peptone Dextrose) (Tabelle 4.5) in einem 250 ml 
Erlenmeyerkolben gegeben und im Schüttler bei 30°C für 4 Tage kultiviert. Anschließend 
wurden die Zellen zentrifugiert (1000xg, 5 min) und auf eine Konzentration von 107 
Zellen/ml resuspendiert. Nach der Bestimmung der Zellzahl (Bürker Zählkammer) wurden 











Tabelle 4.5: Mediumzusammensetzung von YPD. 
Stoff Menge Hersteller 
Hefeextrakt 10 g BD Biosciences 
Pepton 20 g BD Biosciences 
Glukose 20 g Merck 
Destilliertes Wasser 1 l  
 
 
4.3 VERWENDETE FLUORESZENZMARKER 
Die intrazelluläre Lokalisation von Zellorganellen wurde mit spezifischen 
Fluoreszenzfarbstoffen ermöglicht. Die folgende Tabelle 4.6 zeigt eine Auflistung der in 




Abbildung 4.2: Lichtmikroskopische Untersuchung von Saccharomyces cerevisiae LT1a. A Phasenkontrast-
abbildung der Hefezellen, welche mit dem Fluoreszenzsignal der Prionen überlagert ist. B In der 
Projektion sind die GFP-exprimierende Prionenstruktur anhand punktartiger und sichelförmiger 
Morphologien zu erkennen. Maßstab: 20 µm (A und B). 
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Tabelle 4.6: Verwendete Fluoreszenzfarbstoffe 
Zellorganelle Fluoreszenzfarbstoff Absorption Emission Hersteller 
Zellkern SYTO 13                             
(S-7575) 
488 nm 509 nm Molecular Probes, 
Leiden, Niederlande 
 Anwendung: 5 mM SYTO 13-Stammlösung wurde in einer Konzentration von 0,5 µM 
zusammen mit vorgewärmtem Medium zur Zellkultur gegeben und 20 min inkubiert. 
Aktive 
Mitochondrien 
RedoxSensor Red CC-1     
(R-14060) 
540 nm 600 nm Molecular Probes, 
Leiden, Niederlande  
 Anwendung: 1 mM Redoxsensor-Stammlösung wurde in einer Konzentration von 5 µM 
zusammen mit vorgewärmtem Medium zur Zellkultur gegeben und 30 min inkubiert. 
Mitochondrien MitoTracker Red CMXRos 
(M-7512) 
579 nm 599 nm Molecular Probes, 
Leiden, Niederlande 
 Anwendung: 1 mM MitoTracker-Stammlösung wurde in einer Konzentration von 250 nM 
zusammen mit vorgewärmtem Medium zur Zellkultur gegeben und 45 min inkubiert. 
Mitochondrien MitoTracker Green FM   
(M-7514) 
490 nm 516 nm Molecular Probes, 
Leiden, Niederlande  
 Anwendung: 1 mM MitoTracker-Stammlösung wurde in einer Konzentration von 200 nM 
zusammen mit vorgewärmtem Medium zur Zellkultur gegeben und 45 min inkubiert. 
 
4.4 BESTIMMUNG DER OSMOLALITÄT 
Für die Bestimmung der Osmolalität wurde das Gefrierpunktosmometer OSMOMAT 030 
(GONOTEC, Berlin) verwendet. Das Gerät arbeitet mit einem Probenvolumen von 50 µl. 
Um die Gefrierpunkterniedrigung zu bestimmen, wurden vergleichende Messungen des 
Gefrierpunktes von destilliertem Wasser und der zu testenden Lösungen durchgeführt. 
Während Wasser einen Gefrierpunkt von 0°C besitzt, liegt dieser bei einer Lösung mit 
einer Salzkonzentration von 1 Osmol/kg bei -1,858°C. Somit bewirkt ein Mol eines 
beliebigen, dissoziierten Stoffes eine Erniedrigung des Gefrierpunktes um 1,858°C. Die 





=            (4.1) 
Hierbei ist cosm die Osmolalität (Osmol/kg), T die Gefrierpunkterniedrigung (°C) und K die 
Gefrierpunktkonstante. 
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4.5 KRYO-PRÄPARATION DER PROBEN 
Plunge-Gefrieren von P19 und HL-1 Zellen 
Als EM-Grids dienten Quantifoil Au R 2/2, die einen löchrigen, amorphen Kohlefilm mit 
einem Lochdurchmesser von 2 µm besitzen. Im Plasma-cleaner (Harrick Scientific 
Corporation, NY, USA) wurde die Gridoberfläche durch ein Gas-Plasma hydrophilisiert, 
um die anschließende Benetzung mit wässriger Probe zu erleichtern. Die EM-Grids 
wurden mit Medium bedeckt, die P19 Zellen bzw. HL-1 Kardiomyozyten ausgesät und 
unter den angegebenen Bedingungen kultiviert. Für die Vitrifizierung wurden die EM-
Grids mit der Pinzette aufgenommen und in die Haltevorrichtung der Einschussapparatur 
(Eigenbau Feinmechanische Werkstatt, MPI für Biochemie) eingespannt. Um ein 
Alignieren der 2D-Aufnahmen bei der Auswertung zu ermöglichen, wurden 4 µl einer 10 
nm Goldpartikelsuspension auf die EM-Grids pipettiert. Danach wurde das EM-Grid nach 
der in Kapitel 2.1.2 beschriebenen Kryo-Präparationsmethode eingefroren und 




Hochdruckgefrieren von HL-1 Zellen 
Zum Vitrifizieren wurden die HL-1 Zellen in einem Verhältnis 1:1 in frischem 
Kulturmedium, welches 40 %iges w/v Dextran (100 - 200 kDa, Sigma, St. Louis, MO, 
USA) enthielt, resuspendiert. Dies entsprach einer extrazellulären Endkonzentration von 
20 % Dextran und gewährleistete so das Vitrifizieren. Die Zellsuspension wurde in 
spezielle Kapillarröhrchen (äußerer Durchmesser: 0,65 mm; innerer Durchmesser: 0,3 mm) 
aufgenommen, in die Hochdruck-Gefriereinrichtung (EMPact, Leica Mikrosysteme, Wien, 
Österreich) eingespannt und bei 2000 bar vitrifiziert. Anschließend wurden die Proben in 
flüssigem Stickstoff gelagert. 
 
4.6 KRYO-ULTRAMIKROTOMIE VON HL-1 ZELLEN 
Das Kapillarröhrchen mit der amorphen Probe wurde in das auf -150°C gekühlte Kryo-
Ultramikrotom EM UC6 /FC6 (Leica Mikrosysteme, Wien, Österreich) eingebaut. 
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Zunächst wurden die Seiten des Kapillarröhrchens durch Trimmen des Pyramidenstumpfes 
entfernt (siehe Kapitel 2.2). Danach wurden Schnitte mit einer nominalen Dicke von 50-
150 nm durch Benutzung eines cryo 25° oder 35° Diamantmessers mit einem 
Neigungswinkel von 6° (Diatome, Biel, Schweiz) hergestellt. Durch das serielle Schneiden 
lagern sich die einzelnen Schnitte zu Schnittbändern aneinander. Das entstandene Kryo-
Schnittband wurde mit einer Augenwimper auf ein EM-Grid (Polysciences, Warrington, 
PA, USA) transferiert. Anschließend wurde das EM-Grid zwischen zwei polierte 
Keramikplättchen gebracht. Durch Zusammenpressen der Keramikplättchen haftete das 
Kryo-Schnittband fest an der Oberfläche des EM-Grids. Im Anschluss wurde das 
präparierte EM-Grid in eine stabile Suspension aus Quantenpunkten bzw. kolloidalem 
Gold und Isopentan bei -150°C eingetaucht (siehe Abschnitt 3.1) und in flüssigem 
Stickstoff bis zur tomographischen Analyse gelagert. 
 
4.7 KORELLATIVE KRYO-FLUORESZENZMIKROSKOPIE 
Die Kryo-Fluoreszenzmikroskopie (Kryo-FM) ist ein neues Verfahren, welches eine 
Abbildung der fluoreszenzmarkierten Strukturen im vitrifizierten Zustand erlaubt [Lučić et 
al. 2005; Sartori et al. 2007; Schwartz et al. 2007; van Driel et al. 2009]. Es bietet die 
Möglichkeit, Zielstrukturen auf dem EM-Grid zu identifizieren und zu lokalisieren und 
ermöglicht so das Wiederfinden der Position im Elektronenmikroskop durch Übertragung 
der Koordinaten. 
Für diese Methode wurde ein spezieller Kryo-Halter entwickelt, der die 
Probentemperatur über den gesamten Zeitraum der Untersuchung mittels flüssigen 
Stickstoffs auf ~ -160°C hält [Abb. 4.3]. Der Kryo-Halter besteht aus zwei 
Hauptbestandteilen: einer Isolierbox und einem Metalleinsatz. Der Einsatz wurde aus 
thermisch leitendem Kupfer gefertigt, um eine Temperaturstabilität zu gewährleisten. In 
der trichterförmigen Vertiefung in der Mitte des Halters wird das EM-Grid eingebaut und 
mit einem 1 mm dicken Messingring fixiert. Um die Probe vor zusätzlicher Kontamination 
durch die Raumfeuchtigkeit zu schützen, wird der Messingring durch ein konventionelles 
Deckgläschen abgedeckt. Die Temperaturregulierung erfolgt über ein LN2-Reservoir, 
welches den Trichter umgibt. Der Metalleinsatz wird durch eine mit Styropor 
ausgekleidete Plastikbox thermisch isoliert. Die Box weist an der unteren Seite eine 
Öffnung für den Lichtgang des Objektivs auf. Zur Untersuchung des EM-Grids wird der 
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untere Bereich des Halters durch ein Deckgläschen vom Objektiv des Mikroskops getrennt. 
Um eine Kontamination und Frostbildung des Deckgläschens zu verhindern, wird auf dem 
Halter ein Kunststoffaufsatz angebracht, der den Bereich zwischen Objektiv und 
Deckgläschen mit gasförmigem Stickstoff umspült. Das spezielle Halterdesign ermöglicht 
so eine Untersuchung der Probe im Phasenkontrast, sowie im Fluoreszenzmodus. Dabei 
kann die Analyse bis zu einer Dauer von 15 Minuten erfolgen, da die vitrifizierten Objekte 
kontinuierlich unter LN2-Temperatur gehalten werden und somit die Integrität der Struktur 
bewahrt wird.  
Um die notwendige Temperaturabschirmung nicht zu beeinflussen, wurden Objektive 
mit einem langen Arbeitsabstand und einer mittleren Vergrößerung (LWD 40x; 0,55 N.A.) 
verwendet. Die Auflösung des Setups lag bei circa 1 µm. 
 
Abbildung 4.3: Aufbau des Kryo-Halters. A Die Innenansicht des Halters zeigt das äußere Becken (ohne 
LN2 Befüllung) und die trichterartige Vertiefung, in die die EM-Grids eingesetzt und mittels eines 
Metallrings beschwert werden. Zusätzlich ist eine offene Gridbox in der Gridboxposition im äußeren 
Becken zu erkennen. B Die Nahaufnahme des Probenhalters stellt das fixierte EM-Grid dar. C Auf dem 
Halter wird eine Kunststoffabdeckung platziert und der Kondensator des invertierten Lichtmikroskops für 
die Untersuchung nach unten geklappt. D Darstellung der Abstände im Lichtweg zwischen Objektiv 
(LWD 40x; 0,60 N.A), Deckgläschen und EM-Grid. Der Arbeitsabstand, und damit der Abstand 
zwischen Objektiv und Deckgläschen, variiert je nach verwendetem Objektiv. [Böhm 2009]. 
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Der mit flüssigem Stickstoff gekühlte Halter wurde in den Objekttisch des Axiovert 200M 
Lichtmikroskop (Carl Zeiss, Oberkochen, Deutschland) eingesetzt. Das Lichtmikroskop 
wurde mit einer Quecksilberdampflampe, Filtern (Tabelle 4.7) und Objektivlinsen (Tabelle 
4.8) ausgerüstet, die in den folgenden Tabellen aufgelistet sind. 
 
Tabelle 4.7: Verwendete Filtereinsätze des Axiovert 200M (BP-Bandpassfilter) 
Filter Absorption Emission Spezifikation 
FITC BP 450-490 nm BP 515-565 nm Zeiss, Filter Set 10 
DsRed BP 590-650 nm BP 530-560 nm AHF F46-005 
 






0,3 5,2 mm Zeiss,  
440331-9902-000 
20x LD, Ph2 
Achroplan 
0,4 1,0 mm Zeiss, 
440845-0000-000 
40x LD, Ph2 
SLCPlanFL 
0,55 8,8 mm Olympus, 
SLCPLFL40X, 037471 
40x LD, Ph2 
Achroplan 
0,6 1,8 mm bei einem 




63x LD, Ph2 
Plan-Neofluar 
0,75 1,7 mm bei einem 




100x Öl, Ph3 
EC Plan-Neofluar 
1,3 0,20 mm Zeiss, 
440481-9903-000 
 
Mit dem ‚MosaiX’ Modul der Axiovision-Software (Version 4.5.1, Zeiss) konnten 
Übersichtsbilder von den EM-Grids erstellt werden. Während des Scannvorgangs wurden 
Einzelbilder aufgenommen, die anschließend zu einem Übersichtsbild zusammengesetzt 
wurden.  
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Bereiche, die zuvor mittels Lichtmikroskopie ausgewählt wurden, konnten durch 
Verwendung von EM-Markergrids im Elektronenmikroskop wieder gefunden werden. 
 
4.8 PARAMETER FÜR DIE KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE 
Die Aufnahme der Kippserien erfolgte am CM 300 FEG (Philips, Eindhoven, Holland) mit 
einer Beschleunigungsspannung von 300 kV, unter Kryo-Bedingungen und im ‚Zero-Loss’ 
Abbildungsmodus. Die Tabelle 4.9 stellt die verwendeten Parameter der in dieser Arbeit 
diskutierten Tomogramme dar. Da sich die Dicke des Präparates als Funktion des 
Kippwinkels ändert, wurde die Belichtungszeit einer Projektion mit 1/cos α korrigiert. Bei 
einem Kippwinkel von 0° betrug die Belichtungszeit 0,5 s. Mit jedem Kippwinkel (α) stieg 
sie mit der Funktion 1/cos α an. Die Bildbearbeitung erfolgte mit Hilfe des EM-Software-
Systems [Hegerl 1996], sowie mit dem TOM-Software-Paket [Nickell et al. 2005]. 
 


















Vergrößerung 23000 17500 23000 23000 23000 
Pixelgröße  0,68 nm 0,82 nm 0,68 nm 0,68 nm 0,68 nm 
Defokus -14 µm -12 µm -12 µm -10 µm -10 µm 
Inkrement 2° 2° 2° 2° 2° 
Kippbereich +60° bis -64° +28° bis -44° +60° bis -48° +55° bis -55° +52° bis -50° 
Bilderanzahl 63 37 55 56 52 
 
Zur Reduzierung des Hintergrundrauschens der tomographischen Daten wurde der 
anisotrope, nichtlineare Diffusionsfilter verwendet [Frangakis et al. 2001]. Zur 3D-
Visualisierung diente das Programm Amira Software (Amira 5.2.1; Konrad-Zuse-Zentrum 
Berlin, Visage Imaging GmbH, Berlin), mit dem man einzelne Strukturen aus dem 3D-
Volumen manuell segmentieren und darstellen kann. 
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4.9 SEM-ANALYSE DER GETRIMMTEN PROBE 
Die Überprüfung der getrimmten Oberfläche erfolgte am Zweistrahl-FIB-Mikroskop 
(Quanta FEG 3D, FEI, Hillsboro, OR, USA) [Abb. 4.10, B]. Dafür wurde die Probe durch 
Verwendung des PolarPrep 2000T Systems (Quorum, East Sussex, UK) in das Mikroskop 
eingeschleust und die Oberfläche bei einer Temperatur von -160°C analysiert. 
 
Abbildung 4.10: Zweistrahl-FIB-Mikroskop. A Dargestellt ist das Konzept eines Zweistrahl-FIB-
Mikroskops, bei welchem FIB und SEM in einem Gerät integriert sind. B Alle Oberflächenabbildungen 
wurden am Quanta FEG 3D (FEI) durchgeführt. Der Probeneinbau erfolgte mittels PolarPrep 2000T 




5. ERGEBNISSE UND DISKUSSION 
 
5.1 MITOCHONDRIALE STRUKTUREN ALS BIOLOGISCHES MODELLSYSTEM 
In bisherigen kryo-elektronentomographischen Studien an Zellhomogenaten konnten 
bereits an isolierten Mitochondrien [Strauss et al. 2008] und in so genannten Inside-Out-
Vesikeln (die physiologische Innenseite der Membran zeigt nach außen) [Nicastro et al. 
2000] einzelne ATP-Synthasen visualisiert werden [Abb. 5.1, B]. Die Studien an isolierten 
Mitochondrien  erlauben darüber hinaus Einblicke in die dreidimensionale Struktur dieser 
Organellen im nativen Zustand. Bisher gelang es jedoch nicht mitochondriale ATP-
Synthasen im zellulären Kontext mittels Kryo-Elektronentomographie darzustellen. Im 
Rahmen dieser Arbeit konnten erstmals mitochondriale ATP-Synthasen in Kryoschnitten 
von eukaryotischen Zellen detektiert werden. 
 
Elektronenmikroskopische Untersuchungen an Mitochondrien wurden erstmals zu Beginn 
der fünfziger Jahre von G. E. Palade und F. S. Sjöstrand beschrieben [Palade 1953; 
Sjöstrand 1963]. Mitochondrien sind von einer Doppelmembran umschlossene 
eukaryotische Organellen. Dabei begrenzt die äußere Membran das gesamte 
Mitochondrium. Die innere Membran umschließt die Mitochondrienmatrix, die die 
mitochondrieneigene DNA und Ribosomen beinhaltet. Dabei werden zwei Teilbereiche der 
inneren Membran unterschieden: die inner boundary membrane und die Cristaemembran. 
Die inner boundary membrane verläuft parallel zur äußeren Membran und umschließt das 
Mitochondrium mit einer Doppelmembran. Zur Vergrößerung der Oberfläche stülpt sich 
die Cristaemembran nach innen. Mittels Elektronenmikroskopie an seriellen Dünnschnitten 
[Daems und Wisse 1966] und Elektronentomographie [Mannella et al. 1994; Perkins et al. 
1998; Nicastro et al. 2000; Frey et al. 2002] konnte gezeigt werden, dass sich tubuläre oder 
lamellenförmige cristae junctions ausbilden. Je nach Gewebe, Organismus
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und physiologischer Beschaffenheit der Zellen kann die mitochondriale Ultrastruktur 
variieren [Zick et al. 2009]. Wichtige Funktionen der Mitochondrien sind u. a. die 
Zellatmung, sowie der Fettsäureabbau (β-Oxidation). Darüber hinaus fungieren sie als 
Calcium-Speicher [Nicholls und Chalmers 2004]. Zur Bildung von ATP enthält die innere 
Mitochondrienmembran F1F0-ATP-Synthasen. Diese Transmembranproteine sind bei 
bovinen Mitochondrien 600 kDa groß [Walker et al. 1991] und aus bis zu 18 
Untereinheiten aufgebaut [Meyer et al. 2007]. Die ATP-Synthase nutzt den 
Protonengradienten aus, der entlang der inneren mitochondrialen Membran existiert [Boyer 
1997; Walker 1998]. Der so entstehende Protonenfluss führt zu einer Drehbewegung in der 
ATP-Synthase. Der Enzymkomplex besteht aus der peripheren, wasserlöslichen F1-
Untereinheit, der eigentlichen ATP-Synthase, und der membranständigen F0-Untereinheit, 
die einen Protonenkanal bildet [Abb. 5.1, A]. Im Elektronenmikroskop ist die Struktur des 
Komplexes leicht erkennbar, da der F1-Teil aus der inneren Membran in Richtung der 
Mitochondrienmatrix herausragt (circa 10 nm) [Abb. 5.1, B]. Die Abbildung 5.1, C zeigt 
durch Einzelpartikelanalyse gemittelte Struktur der ATP-Synthase, die mit Hilfe der Kryo-
Elektronenmikroskopie durchgeführt wurde. 
In der Lichtmikroskopie gehören Mitochondrien zu den markantesten zellulären 
Organellen, die durch selektive Fluoreszenzfärbung, genetisch modifizierte Markierung 
und Autofluoreszenz sichtbar gemacht werden können [Pelloux et al. 2006; Ramey et al. 
2007]. Mit diesen Methoden können beispielsweise Teilungen und Fusionen von 
Mitochondrien studiert werden [Rizzuto et al. 1992; Bereiterhahn und Voth 1994; Beraud 
et al. 2009]. 
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Abbildung 5.1: Struktur der ATP-Synthase und deren Lokalisierung in der Mitochondrienmembran. A Die 
ATP-Synthase ist in der inneren Mitochondrienmembran lokalisiert. Sie nutzt den durch die 
Atmungskette aufgebauten, elektrochemischen Protonengradienten zur Bildung von ATP aus ADP und 
Phosphat. Der Enzymkomplex ist aus dem F1-Teil und der membrangebundenen F0-Untereinheit 
aufgebaut. B Schicht eines Tomogramms, in der ein isoliertes Mitochondrium und zahlreiche Inside-
Out-Vesikel zu erkennen sind. Sowohl die mitochondriale innere Membran, als auch Membranen der 
Inside-Out-Vesikel sind dicht mit ATP-Synthasen besetzt (Pfeilköpfe) [Strauss et al. 2008]. C 
Dargestellt ist die Struktur der ATP-Synthase, welche aus einem Datensatz aus 5984 Partikeln durch 
Verwendung der Einzelpartikelanalyse gemittelt wurde. Der membrangebundene F0-Teil befindet sich 
im oberen Bereich der Darstellung, die F1-Untereinheit zeigt nach unten [Rubinstein et al. 2003]. 
Maßstab: 100 nm (B). 
 
5.2 KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE AN ZELLAUSLÄUFERN UND 
PERIPHEREN REGIONEN EUKARYOTISCHER ZELLEN 
Wie bereits mehrfach beschrieben, können Zellareale < 1 µm Dicke mit dem 
Elektronenmikroskop abgebildet werden, was anhand der pluripotenten P19 Stammzellen 
gezeigt werden kann. Bei einer hohen Zelldichte bildet sich eine neuronen-ähnliche 
Morphologie aus. Die dendritischen Verzweigungen weisen häufig eine Probendicke von 
circa 500 nm auf und ermöglichen somit durch Tomographie die dreidimensionale 
Visualisierung von Mitochondrien in ihrer intakten Umgebung. Sowohl in der 
Lichtmikroskopie [Abb. 5.2, A], als auch in der Elektronenmikroskopie [Abb. 5.2, B] 
können manchmal elongierte Mitochondrien in axon-ähnlichen Zellausläufern beobachtet 
werden. 
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Abbildung 5.2: Licht- und elektronenmikroskopische Abbildung von Mitochondrien aus pluripotenten P19 
Stammzellen. A Das überlagerte LM-Bild zeigt die dendritische Morphologie der Zellen, sowie die 
Verteilung der fluoreszenzmarkierten Zellkerne (SYTO 13, grün) und Mitochondrien (RedoxSensor, rot). 
Besonders auffällig ist, dass gelegentlich Mitochondrien in axon-ähnlichen Zellausläufern lokalisiert 
werden können (siehe vergrößerter Ausschnitt). B Die adhärent gewachsenen P19 Zellen werden auf EM-
Grids kultiviert und anschließend vitrifiziert. Dabei heften sich die Zellen auf dem Kohlefilm (kf) an, 
welcher regelmäßig mit 2 µm großen Löchern durchsetzt ist. Auf diesem typischen EM-Bild sind ein 
elongiertes Mitochondrium (m) und zahlreiche Vesikel (v) in einem Zellausläufer erkennbar. Maßstab: 25 
µm (A), 200 nm (B) 
 
In Abbildung 5.3, B sind ein Mitochondrium und Trägervesikel mit Mikrotubuli und 
Bündeln aus dichtem, filamentösem Aktin umgeben. Die Mikrotubuli enthalten 
elektronendichte, intraluminale Partikel, die erstmals in dieser Form beobachtet werden 
konnten. Teile dieser Ergebnisse wurden in Gavalov et al. beschrieben [Garvalov et al. 
2006]. Zudem enthält das Mitochondrium elektronendichte, inorganische Ablagerungen, 
die sich aus mehreren kleineren Partikeln zusammensetzen. Die tomographischen Daten 
zeigen einzelne ATP-Synthasen in intakten eukaryotischen Zellen [Abb. 5.3, B]. 
Insbesondere fallen zwei ATP-Synthasen auf, die aus eng aneinanderliegenden, 
membranständigen F0-Untereinheiten entstammen [Abb. 5.3, C und D] und starke 
Ähnlichkeiten mit der Struktur von ATP-Synthasedimeren [Abb. 5.3, E] aufweisen 
[Dudkina et al. 2005]. Diese besondere Struktur könnte eine entscheidende Rolle beim 
Induzieren der Membranwölbung spielen [Dudkina et al. 2006; Strauss et al. 2008] und 
zudem die Effizienz der Energiegewinnung verbessern. 
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Abbildung 5.3: Kryo-Elektronentomographie von adhärenten P19 Zellen. A In einer 0°-Projektion eines 
vitrifizierten Zellausläufers sind das zentrale Mitochondrium (m) und Vesikel (v) erkennbar, die von 
Mikrotubuli (mt) und Bündeln von Aktinfilamenten (a) umgeben sind. Zudem sind in der 2D-Abbildung 
die Goldkolloide sichtbar, welche zur Alignierung der Kippserie verwendet werden. B Die x-y 
Projektion der 3D-Rekonstruktion zeigt deutlich eine Reihe von ATP-Synthasen (Sternchen), sowie 
inorganische Ablagerungen (Pfeil) im Mitochondrium. C, D Vergrößerte Ansicht und eine schematische 
Darstellung der ATP-Synthasen und ATP-Synthasedimeren. Die Cristae, welche in (B) mit einem 
Sternchen gekennzeichnet ist, wurde um 90° in Uhrzeigersinn rotiert. Die F1-Köpfe sind über einen Stiel 
mit der membranständigen F0-Untereinheit verbunden. E, F In diesen Abbildungen sind die gemittelte 
Struktur eines ATP-Synthasedimers, sowie deren Interpretation in schematischer Darstellung zu sehen. 
An der gekrümmten Membran treten Dimere auf, wobei eine Dimereinheit aus folgenden Bestandteilen 
aufgebaut ist: zwei Köpfe mit zentralen (gelb) und peripheren Stielen (rot und blau), sowie die eng 
beieinanderliegenden F0-Untereinheiten (grün) [Dudkina et al. 2005]. Maßstab: 200 nm (A und B), 25 
nm (C und D), 10 nm (E).  
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Als weiteres in vitro Zellsystem wurde die HL-1 Zelllinie verwendet, die den Phänotyp 
von Kardiomyozyten aufweist. Die Fluoreszenzmarkierung der Mitochondrien an 
adhärenten Zellen mit MitoTracker Green FM zeigt ein tubuläres Netzwerk, das sich über 
das gesamte Zellvolumen ausbreitet [Abb. 5.4, A]. Eine tomographische Untersuchung, 
wie sie bei den P19 Zellen gezeigt werden konnte, ist selbst an peripheren Arealen der 
Zelle kaum möglich. Dies verdeutlicht die Abbildung 5.4, B. Da die Zellen keine flachen 
(dünnen) Bereiche bilden, ist das Zytoplasma dicht gepackt und vesikuläre, sowie tubuläre 
Strukturen lassen sich nur erahnen. 
 
Abbildung 5.4: Das mitochondriale Netzwerk von adhärenten HL-1 Zellen und die tomographische 
Darstellung eines peripheren Randgebietes einer Herzmuskelzelle. A Die Überlagerung der 
Phasenkontrast- und Fluoreszenzabbildung zeigt die typische Morphologie adhärenter HL-1 
Kardiomyozyten. Besonders deutlich sind die Zellkerne (n), die Kontaktstellen (v) mit welchen die Zellen 
untereinander verbunden sind, sowie die Verteilung der fluoreszierenden Mitochondrien (MitoTracker 
Green FM) erkennbar. B Die tomographische Untersuchung von adhärenten Zellen auf EM-Grids 
verdeutlicht die Schwierigkeit, eukaryotische Zellen im intakten Zustand zu untersuchen. Die x-y 
Projektion der 3D-Rekonstruktion verdeutlicht das dichte Zytoplasma, in welchem mehrere vesikuläre 
und tubuläre Strukturen (o) zu sehen sind. Maßstab: 20 µm (A), 200 nm (B). 
 
5.3 KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE AN KRYO-SCHNITTEN 
In der Elektronenmikroskopie sind nur hinreichend dünne Präparate durchstrahlbar. Bei 
einer Beschleunigungsspannung von 300 kV entspricht die maximale Probendicke 0,5 – 1 
µm. Daher ist die 3D Visualisierung von intakten, biologischen Strukturen zunächst auf 
Viren, eine Reihe von Prokaryoten und flache, eukaryotische Zellen beschränkt. Allerdings 
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bietet die Technik der Kryo-Ultramikrotomie einen Weg, Kryo-Schnitte größerer Objekte, 
z. B. eukaryotische Zellen, elektronenmikroskopisch zu untersuchen. In Abbildung 5.5 
sind die Präparationsschritte zur Kryo-ET von Kryo-Schnitten dargestellt. Damit die 
zellulären Proben im nativen Zustand vitrifiziert werden können, bedarf es einer 
entsprechenden Probenvorbereitung, die für jede Probe definiert werden muss. Daraus 
werden standardisierte Protokolle für die Kultivierung und Vitrifizierung der Zellen, sowie 
für die anschließende Alignierung der Tomogramme etabliert, um so weit wie möglich 
eine Reproduzierbarkeit und Vergleichbarkeit tomographischer Daten zu gewährleisten. 
Die bedarfsgerecht kultivierten Zellen werden anschließend hochdruckgefroren, 
geschnitten und im Elektronenmikroskop untersucht. Der Präparationsablauf von der 
Kultivierung bis zur Kryo-ET von Kryo-Schnitten weist allerdings kritische Punkte auf. 
Erstens kann das Entfernen der adhärenten Zellen von ihrer Wachstumsoberfläche zu einer 
Beeinträchtigung der intrazellulären Struktur führen. Daher müssen Trägersysteme 
gefunden werden, die es erlauben, einen Probenhalter der Hochdruck-Gefriereinrichtung 
mit oberflächenhaftenden Zellen zu befüllen. Zweitens ist die Suche im Elektronen-
mikroskop sehr zeitaufwendig. Eine Lösung hierfür kann die Anwendung korrelativer 
Kryo-Fluoreszenzmikroskopie sein, welche es ermöglicht, die Position einer 
fluoreszenzmarkierten Zelle auf dem EM-Grid zu bestimmen, um sie so im 
Elektronenmikroskop wiederzufinden. Des Weiteren erweist sich die Alignierung von 
Kippserien von Kryo-Schnitten als problematisch. Um dieses Problem zu beheben, wurde 
die in Kapitel 3.1.1 beschriebene Methode entwickelt, bei der kolloidales Gold auf die 
Kryo-Schnittbänder aufgebracht wird.  
Im Folgenden werden nun die einzelnen Schritte für eine optimierte Probenvorbereitung 
vorgestellt. Hauptaugenmerk wird dabei auf die Vitalität der Zellen, sowie die 











Abbildung 5.5: Diese schematische Darstellung illustriert die einzelnen Arbeitsschritte, die nötig sind, um 
eine tomographische Analyse von amorphen Dünnschnitten durchzuführen. Um die eukaryotischen 
Zellen vor dem Vitrifizieren so wenig wie möglich zu beeinflussen, ist eine Kultivierung bei 37°C 
(oranger Balken) entscheidend. Nach der Kryo-Fixierung muss eine ununterbrochene Kühlung der 
amorphen Probe erfolgen (blauer Balken). Dieser Ablauf beinhaltet drei kritische Punkte (in Rot 
hervorgehoben). Zur Vermeidung einer Beeinträchtigung der intrazellulären Struktur, welche durch 
enzymatisches Lösen adhärenter Zellen von der Oberfläche auftreten können, sollte die Kultivierung der 
Zellen auf Mikroträgern erfolgen. Des Weiteren ist die Suche der Zielstruktur im Elektronenmikroskop 
sehr zeitaufwendig und belastet die Probe unnötig mit Strahlung. Eine vorherige Lokalisierung der 
Zielstrukturen mittels korrelativer Kryo-Fluoreszenzmikroskopie dient hier als Lösungsansatz. Eine 
weitere Problematik stellt die Alignierung der Kippserien dar. Diesbezüglich wurde eine neue Methode 
entwickelt, bei der Goldkolloide auf die Kryo-Schnittbänder aufgebracht werden (siehe Kapitel 3.1.1).  
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5.3.1 TRÄGERMATERIALIEN FÜR DIE ZELLKULTIVIERUNG 
 
Zum Hochdruckgefrieren in Kapillarröhrchen, müssen zelluläre Proben in Suspension 
vorliegen. Üblicherweise werden dafür adhärente Zellen durch enzymatische Behandlung 
(z.B. Trypsin) von der Wachstumsoberfläche gelöst, abzentrifugiert und im Anschluss 
daran mit einer Gefrierschutzlösung gemischt. Dabei kommt es zu einer Beeinträchtigung 
und Reorganisation der intrazellulären Ordnung. So zeigen trypsinierte Zellen zum 
Beispiel eine Störung, bis hin zur vollständigen Depolymerisierung des Zytoskeletts 
[Furcht und Wendelschafercrabb 1978; Raizada et al. 1981]. Daher ist diese 
Präparationsweise für eine anschließende elektronenmikroskopische Untersuchung des 
Zytoskeletts denkbar ungeeignet. Um adhärente Zellen vitrifizieren zu können, müssen die 
Zellen daher auf Mikroträgern kultiviert werden. 
 
Abbildung 5.6: Trägermaterialien für die Zellkultivierung. Bei der konventionellen Zellkultur 
(Monolayerkultur, linke Seite) trägt die Beschichtung dazu bei, dass adhärente Zellen auf 2D-
Oberflächen besser haften. So eigenen sich z.B. poröse Membranfilter für die Kultivierung von 
Epithelzellen. Wachsen Zellen in einer Suspension, oder soll eine hohe Zellmasse hergestellt werden, 
erfolgt die Zellzucht auf Mikroträgern. Um eine histiotypische oder organotypische Zellkultur zu züchten, 
bedarf es der dreidimensionalen Zellkultivierung (rechte Seite). Das Aussähen von Zellen in 
Mikrokapseln, in Gel oder porösen Strukturen bietet Ansätze, um die natürlichen Wachstumsverhältnisse 
nachzubilden. 
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Bei der Kultivierung auf Mikroträgern heften sich adhärente Zellen an 
Kunststoffkügelchen oder Plättchen an [Abb. 5.6] und werden gleichzeitig in einem Rührer 
in Suspension gehalten, um ein Sedimentieren zu verhindern. Auf diese Weise können 
bewachsene Mikroträger relativ einfach gewonnen werden. Diese Mikroträger können 
dann in flachen oder zylindrischen Probenhaltern hochdruckgefroren werden [Zeuschner et 
al. 2006; Hagen und Grunewald 2008]. 
In dieser Arbeit werden HL-1 Zellen, welche auf Cytodex 1 [Abb. 5.7, A] bzw. 
MicroHex Mikroträgern [Abb. 5.7, B] kultiviert wurden, vorgestellt. Sind ausreichend 
viele Zellen in Form einer Monolayerkultur auf dem Microcarrier gewachsen, werden die 
Mikroträger abzentrifugiert, mit der Gefrierschutzlösung gemischt und hochdruckgefroren. 
Diese Methode bietet somit die Möglichkeit, adhärente Zellen direkt in den amorphen 
Zustand zu überführen. Die bewachsenen und vitrifizierten Mikroträger weisen jedoch eine 
sehr heterogene Verteilung der Zellen auf und können teilweise aneinander anhaften und 
verklumpen. Des Weiteren neigen die Microcarrier, insbesondere die MicroHex-Plättchen 
dazu, aus dem Dünnschnitt auszubrechen, was eine nachfolgende tomographische 
Untersuchung erschwerte.  
 
Abbildung 5.7: Kultivierung der HL-1 Kardiomyozyten auf 2D-Trägermaterialien. A Adhärente Zellen auf 
Cytodex-Kügelchen (Durchmesser: 121-220 µm). B Zellwachstum der Herzmuskelzellen auf MicroHex-
Plättchen (die Seitenlänge des Hexagons entspricht 125 µm). Maßstab: 100 µm (A und B). 
 
Es ist erwiesen, dass sich eine Kultivierung in zwei Dimensionen besonders zum 
Anlegen und Betrachten von Kulturen, sowie zur Gewinnung hoher Zellraten eignet. 
Gleichzeitig lässt diese Art des Wachstums aber die für Gewebe charakteristischen 
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Wechselwirkungen zwischen den Zellen, sowie zwischen den Zellen und der 
extrazellulären Matrix nicht zu. Um eine gewebeähnliche Zellkultur zu erhalten, ist daher 
die Einbettung in ein extrazelluläres Matrix-ähnliches Substrat, welches ein Wachstum in 
allen Raumrichtungen ermöglicht notwendig. Für diesen Zweck werden 3D-Substrate 
verwendet, die das natürliche Gewebemilieu imitieren und somit molekulare 
Wechselwirkungen, sowie Zelladhäsionen ermöglichen. 3D-Kulturen können 
beispielsweise durch Einkapselung der Zellen in Alginat angelegt werden [Abb. 5.6]. Die 
Einkapselung erfolgt hierbei in Algin, der Grundsubstanz des Alginats, durch Gelieren. 
Dabei ist von entscheidender Bedeutung, dass der strukturelle Aufbau der Gelmatrix 
Flexibilität und Festigkeit, sowie das Diffundieren von Nährstoffen, Sauerstoff und 
Signalmolekülen gewährleistet ist.  
Eine weitere Möglichkeit der dreidimensionalen Zellkultur bieten Gele aus Kollagen, 
Fibrin [Abb. 5.6]. Auf diese Weise können Zellen entweder auf dem 3D Substrat ausgesät 
oder mit dem Matrixmaterial überschichtet werden, in das sie daraufhin selbstständig 
einwandern. 
Als 3D in vitro Modellsystem wurde die Kultivierung der HL-1 Zellen im ECM-Gel 
(extracellular matrix, ECM) durchgeführt. Die Zellen können entweder direkt auf den 
Gelträgern (Monolayerkultur) ausgesät werden oder sie werden mit dem Gel gemischt, im 
Inkubator geliert und anschließend Medium hinzugefügt. Somit können Mikroträger 
erzeugt werden, die in die Kapillarröhrchen der Hochdruck-Gefriereinrichtung eingebracht 
werden können. 
Die auf einem Gel ausgesäten HL-1 Zellen weisen eine faserartige Morphologie auf. Die 
Zellen haben im Vergleich zu konventionell kultivierten HL-1 Zellen eine sehr viel 
kleinere und kompaktere Form. Bei einer solch hohen Besiedlungsrate, wie in Abbildung 
5.8, A dargestellt, ist ein deutliches rhythmisches Kontrahieren der Zellen zu beobachten. 
HL-1 Zellen die innerhalb des Gels wachsen, haben dagegen eine deutlich abgerundete 
Zellform und können teilweise Aggregate in der Matrix bilden [Abb. 5.8, B]  
Obwohl die Kultivierung der Kardiomyozyten auf dem ECM-Gel ein optimales und 
annähernd physiologisches Wachstum zeigte, gestaltete sich die Vitrifizierung als 
problematisch. Um beim Hochdruckgefrieren in den amorphen Zustand überführt werden 
zu können muss die Probe eine 20%ige (w/v) Endkonzentration von Dextran aufweisen. 
Aufgrund ihrer Fragilität wurde die Zell/Gel-Matrix jedoch beim Mischen mit der 
Gefrierschutzlösung zerstört. Prinzipiell könnten kleinere Bereiche aus der Zell/Gel-Matrix 
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herausgestanzt und in flachen Probenhaltern hochdruckgefroren werden. Dafür müssten die 
Zell/Gel-Aggregate zunächst für einen längeren Zeitraum in einer 20%igen Dextranlösung 
aufbewahrt werden, um den Wassergehalt des Gels zu reduzieren.  
 
Abbildung 5.8: Zellwachstum auf bzw. in ECM-Gel. A Die Kultivierung der HL-1 Zellen auf ECM-Gel 
zeichnet sich durch die regelmäßige, faserartige Anordnung (Aneinanderreihung in Richtung der 
Pfeilköpfe) der Kardiomyozyten aus. Bei dieser dichten Besiedlung der Zellen kann ein sehr starkes 
Kontrahieren beobachtet werden. B Durch das Aussähen der Zellen in dem ECM-Gel werden Aggregate 
ausgebildet, die in allen Raumrichtungen wachsen können. Diese Phasenkontrastaufnahme zeigt HL-1 
Zellen, welche vier Tage im hydratisierten Gel gewachsen sind. Maßstab: 20 µm (A und B). 
 
5.3.2 OSMOLALITÄTSBESTIMMUNG VON GEFRIERSCHUTZLÖSUNGEN 
Zum Hochdruckgefrieren werden ungeladene, hochmolekulare Polymere wie Dextran 
eingesetzt. Da dieses Polysaccharid chemisch inert ist, sollte eine Beeinträchtigung der 
intrazellulären Struktur ausgeschlossen sein. Üblicherweise werden beim Hochdruck-
gefrieren von Suspensionen 20 %ige Dextranlösungen verwendet. Bei einer 15 %igen 
(w/v) Polymerkonzentration bilden sich Eiskristalle und das Präparat vitrifiziert nicht 
[Daniel Studer, unveröffentlichte Daten]. In der Literatur wurde zudem beschrieben, dass 
40 kDa großes Dextran nicht die Zellwand durchdringt und nur einen sehr geringen 
osmotischen Effekt (20 mOsmol/kg) zeigt [Dubochet et al. 2008]. 
Um eine optimale Erhaltung der zellulären Probe für die Kryo-ET zu gewährleisten, ist 
es erforderlich, die fundamentalen, physiologischen Parameter einschließlich Osmolalität, 
pH-Wert und Temperatur zu berücksichtigen. Dafür müssen die entsprechenden Parameter 
bestimmt und gegebenenfalls angepasst werden. Der folgende Abschnitt stellt die 
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ermittelten Osmolalitäten der in dieser Arbeit verwendeten physiologischen Lösungen und 
Gefrierschutzlösungen vor. 
Die Osmolalität, die von der Anzahl der gelösten Teilchen abhängig ist, beträgt bei 
eukaryotischen Zellen circa 280–300 mOsmol/kg [Freshney 2005]. Eine Lösung, welche 
dieselbe Osmolalität besitzt wie eine Zelle, wird als isoosmotisch bezeichnet. Bei 
physiologischen Bedingungen ist die Umgebung des Extrazellularraums isoosmotisch, 
sodass sich die intrazelluläre Flüssigkeit im osmotischen Druckgleichgewicht mit ihr 
befindet. Bei einer hypoosmotischen Lösung entsteht ein Fluss von Wassermolekülen in 
die Zelle hinein und die Zellen schwellen an. Umgekehrt schrumpft die Zelle in einer 
hyperosmotischen Lösung. Daher führt die Zugabe von nicht-isoosmotischen 
Gefrierschutzmitteln zu einer Neuverteilung der zytoplasmatischen Bestandteile und 
Formveränderungen der Membranen. Aufgrund dessen muss die Osmolalität des 
Gefrierschutzmittels der der extrazellulären Umgebung entsprechen. Um einen möglichst 
physiologischen Kryo-Schutz zu gewährleisten, wurden daher die Osmolalitäten der in 
dieser Arbeit verwendeten physiologischen Lösungen und Gefrierschutzlösungen 
bestimmt.  
Durch Verwendung eines Gefrierpunktosmometers konnten die Osmolalitäten von PBS 
und DMEM-Medium ermittelt werden. Entsprechend der Zusammensetzung 
physiologischer Lösungen zeigen sie Osmolalitäten von 280 mOsmol/kg für PBS und 320 
mOsmol/kg für DMEM und entsprechen somit den osmotischen Eigenschaften der 
Extrazellulärflüssigkeit. Die Gesamtosmolalität beträgt bei nicht-penetrierenden 
Gefrierschutzmitteln 417 mOsmol/kg für 20 % (w/v) Dextran (100 – 200 kDa) in PBS und 
449 mOsmol/kg für 20 % (w/v) Dextran in DMEM [Abb. 5.9]. Zell-penetrierende 
Gefrierschutzmittel wie beispielsweise 10 % (v/v) Glycerin und die kommerziell 
erhältliche Kryo-Schutzlösung zeigen im Vergleich zu den Dextranlösungen eine deutlich 
abweichende Gesamtosmolalität. Dies zeigt, dass Zellen bei der Lagerung in so genannten 
Kryo-Banken nicht-physiologischen Bedingungen ausgesetzt sind und dies zu 
dramatischen osmotischen Effekten führt. Dennoch ist die Verwendung von intrazellulären 
Gefrierschutzlösungen für die längerfristige Aufbewahrung von Zellkulturen unter LN2-
Temperatur unersätzlich. 
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Abbildung 5.9: Die osmotischen Werte von physiologischen Lösungen im Vergleich zu häufig verwendeten 
Gefrierschutzlösungen. Die hell-orangene Linie stellt die Osmolalität von eukaryotischen Zellen (280 bis 
300 mOsmol/kg) dar. Die physiologischen Lösungen PBS und DMEM-Medium zeigen eine 
Gesamtosmolalität, welche der isoosmotischen Extrazellulärflüssigkeit eukaryotischer Zellen entspricht. 
Die beiden nicht-penetrierenden 20 % (w/v) Dextranlösungen, welche speziell für das Hochdruck-
gefrieren verwendet werden, weisen einen hyperosmotischen Wert auf. Für das Lagern von Zellen in so 
genannten Kryo-Banken wird auf zell-penetrierende Gefrierschutzmittel zurückgegriffen. In diesem Fall 
wurden extrem abweichende Osmolalitäten von 10 % Glycerin und einer kommerziell erhältlichen Kryo-
Schutzlösung gemessen. Die penetrierenden Lösungen sind hochkonzentriert und sorgen für nicht-
physiologische Bedingungen vor dem Einfrieren. Die hier dargestellten Osmolalitäten entsprechen den 
Durchschnittswerten von drei Stichproben. 
 
Die Werte der Gesamtosmolalität zeigen, dass in physiologischer Flüssigkeit gelöstes 20 
%iges (w/v) Dextran nicht isoosmotisch ist, sondern im Vergleich zur Extrazellulär-
flüssigkeit von eukaryotischen Zellen gering hyperosmotisch wirkt. Die Osmolalität von 
20 % (w/v) Dextran/destilliertem Wasser [Abb. 5.10] beträgt 103 mOsmol/kg. Um 
auszuschließen, dass das Polymer mit Salz verunreinigt ist, wurde das in destilliertem 
Wasser gelöste 20 %ige (w/v) Dextran für 24 Stunden in destilliertem Wasser dialysiert. 
Die Gesamtosmolalität konnte auf einen Wert von 33 mOsmol/kg reduziert werden und 
bestätigte eine Verunreinigung mit Salzen.  
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Abbildung 5.10: Die Osmolalität vor und nach der Dialyse von 20 % (w/v) Dextran in destilliertem Wasser. 
Der osmotische Wert von 20 % (w/v) Dextran in destilliertem Wasser entspricht 103 mOsmol/kg. Die 24-
stündige Dialyse einer 20 %igen (w/v) Dextranlösung in destilliertem Wasser führte zu einer Reduzierung 
der Gesamtosmolalität (33 mOsmol/kg). Dies lässt den Schluss zu, dass das Dextran mit Salz verunreinigt 
ist. Die dargestellten Osmolalitäten entsprechen den Durchschnittswerten von drei Stichproben. 
 
Die Ergebnisse verdeutlichen, dass eine osmotische Messung der Gefrierschutzlösung 
erfolgen muss, um eine Beeinträchtigung der biologischen Probe durch osmotische Effekte 
auszuschließen. Es konnte gezeigt werden, dass das verwendete Dextranpulver 
Verunreinigungen mit Salzen aufwies. Aus diesem Grund kann es erforderlich sein die 
Pufferlösung (PBS) bzw. das Zellkulturmedium entsprechend anzupassen. Zum 
Hochdruckgefrieren der biologischen Proben wurde im weiteren Verlauf der Arbeit 20 % 
(w/v) Dextran in Medium verwendet. Diese Kryo-Schutzlösung hat eine Osmolalität von 
circa 423 mOsmol/kg und wirkt gegenüber der intrazellulären Flüssigkeit (280 – 300 
mOsmol/kg) geringfügig hyperosmotisch. Da die zellulären Proben nur wenige Minuten  
(< 5 Minuten) vor dem Vitrifizieren mit der Kryo-Schutzlösung in Kontakt kommen, wird 
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5.3.3 KRYO-FLUORESZENZMIKROSKOPIE AN VITRIFIZIERTEN SCHNITTEN 
Die Suche der Zielstruktur im Elektronenmikroskop erweist sich bei einer homogen 
verteilten Probe, wie z.B. Bakterien, Viren oder isolierten Zellorganellen, als nahezu 
problemlos. Anders verhält es sich bei heterogen verteilten Proben, wie beispielsweise 
GFP-exprimierenden Zellen. Bei derartigen Proben ist es notwendig, die korrelative Kryo-
Fluoreszenz anzuwenden. Dieses Verfahren ermöglicht es, mittels Fluoreszenzsignal die 
markierten Zellen auf dem EM-Grid unter LN2-Temperatur zu identifizieren und zu 
lokalisieren. Diese Position kann anschließend durch Korrelation von Übersichts-
aufnahmen, die mit Elektronenmikroskopen und Fluoreszenz-/Lichtmikroskopen erstellt 
wurden, im Elektronenmikroskop wiedergefunden werden [Sartori et al. 2007; Schwartz et 
al. 2007; van Driel et al. 2009]. Die hier beschriebene korrelative Kryo-FM wurde noch 
nicht an Kryo-Schnittbändern durchgeführt. Ergebnisse zeigen die Anwendung dieser 
Technik an fluoreszierenden Mitochondrien in Kryo-Schnittbändern. 
 
Abbildung 5.11: Verteilung der Mitochondrien bei trypsinierten und adhärenten HL-1 Kardiomyozyten. Die 
Mitochondrien wurden mit MitoTracker Green FM angefärbt und im Fluoreszenzmodus abgebildet. A 
Bei trypsinierten Zellen clustern die Mitochondrien im Zytoplasma. Hierbei umschließen sie den Zellkern 
(siehe schematische Darstellung). B Bei adhärenten Zellen reihen sich die Mitochondrien dagegen 
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Im Gegensatz zum verzweigten, tubulären Netzwerk der Mitochondrien in adhärenten Hl-1 
Zellen [Abb. 5.11, B] zeigen die Fluoreszenzaufnahmen von abgerundeten, trypsinierten 
Zellen [Abb. 5.11, A] ein kompaktes Signal. Aufgrund des enzymatischen Lösens der 
Zellen vom Substrat während der Präparation kommt es zu einer Umstrukturierung des 
Zytoskeletts und zur Reorganisation des Zytoplasmas. Anhand des Kryo-
Fluoreszenzsignals lassen sich einzelne Zellen problemlos innerhalb des Kryo-
Schnittbandes lokalisieren [Abb. 5.12]. Dabei zeigen die Kryo-Schnittbänder mit einer 
Dicke von 150 nm ein schwächeres, jedoch scharf abgegrenztes Fluoreszenzsignal, wobei 
der unter Kryo-Bedingungen reduzierte Photobleaching-Effekt der Fluoreszenzfarbstoffe 
eine Integration des Signals über einen längeren Zeitraum erlaubt [Schwartz et al. 2007; 
Böhm 2009]. In der Abbildung 5.12, B sind seriell geschnittene Mitochondrien entlang des 
Kryo-Schnittbandes sichtbar. Das fluoreszente Signal zeigt hier eine heterogene, 
ringförmige Verteilung der Mitochondrien, die den Zellkern umschließen. Es können 
kleinere Cluster, sowie einzelne Mitochondrien detektiert werden [Abb. 5.12, C und D]. 
Mittels Kryo-FM können einzelne Mitochondrien in adhärenten, Plunge-gefrorenen Zellen 
lokalisiert werden [van Driel et al. 2009]. Die auf diese Weise identifizierten 
Zielstrukturen könnten anschließend ausgewählt werden, um sie mit einer Auflösung im 
Nanometerbereich zu tomographieren. 
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Abbildung 5.12: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen von HL-1 Kardiomyozyten nach Färbung mit 
MitoTracker Green FM und Anfertigen vitrifizierter Schnittbänder mit einer Nominaldicke von 150 nm. 
A Übereinandergelagerte Fluoreszenz- und Phasenkontrastaufnahme von Schnittbändern auf einem EM-
Markergrid (Kupfer, 200 mesh). B Fluoreszenzabbildung von einem Kryo-Schnittband von HL-1 Zellen. 
Die Kreise weisen auf seriell geschnittene Mitochondrien hin, die auf der Gesamtlänge des 
Schnittbandes zu erkennen sind. C Eine Vergrößerung des Schnittbandes zeigt das ringartige Muster, 
welches durch die Verteilung der Mitochondrien im Zytoplasma und dem Umschließen des Zellkernes 
entsteht. D Die Vergrößerung des in (C) markierten Bereichs zeigt die punktartige Verteilung der 
Mitochondrien um den Zellkern. Maßstab: 200 µm (A), 150 µm (B und C), 50 µm (D). 
 
5.3.4 KRYO-ELEKTRONENMIKROSKOPIE UND TOMOGRAPHIE VON KRYO-
SCHNITTEN 
In 2D-elektronenmikroskopischen Projektionen von vitrifizierten Schnitten von HL-1 
Zellen lassen sich gelegentlich ATP-Synthasen erkennen [Abb. 5.13, A (Pfeilköpfe)]. Eine 
zweifelsfreie Identifizierung der ATP-Synthasen ist offensichtlich nur dann möglich, wenn 
sich mehrere ATP-Synthasen innerhalb der Projektion überlagern. In vielen 2D-
Projektionen scheinen die Köpfe der ATP-Synthasen sichtbar zu sein, jedoch ist es 
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schwierig, sie durch die dichte Natur des mitochondrialen Lumens eindeutig zu 
lokalisieren [Abb. 5.13, B (Pfeilköpfe)]. Zudem weist jede elektronenmikroskopische 
Aufnahme ein niedriges Signal zu Rausch-Verhältnis auf, welches eine Erkennbarkeit der 
Strukturen erheblich erschwert. 
 
Abbildung 5.13: Projektionen amorpher Dünnschnitte von HL-1 Kardiomyozyten. A Im Kryo-Schnitt 
(Nominaldicke: 150 nm) ist ein geschnittenes Mitochondrium (M) und dessen gleichmäßig angeordnete 
Cristae zu erkennen. Im vergrößerten Ausschnitt sind Reihen von ATP-Synthaseköpfen (Pfeilköpfe) und 
deren Stiele durch die günstige Überlagerung mehrerer ATP-Synthasen gut zu erkennen. B Die 
Abbildung zeigt einen Kryo-Schnitt (Nominaldicke: 65 nm), welcher kaum Schneideartefakte aufweist. 
In diesem Beispiel können durch die dichte Natur des mitochondrialen Lumens die ATP-Synthasen 
(Pfeilköpfe) nicht eindeutig bestimmt werden. Seitlich des Mitochondriums (M) verlaufen Mikrotubuli 
(Mt) entlang. Maßstab: 150 nm (A), 75 nm (vergrößerter Ausschnitt in A), 150 nm (B). 
 
Die im Verlauf der Dissertation aufgenommenen Kippserien wurden durch das 
Aufbringen elektronendichter Marker auf die Kryo-Schnittbänder aligniert. Als besonders 
geeignet erwies sich das Alignieren mit kolloidalem Gold. Für die Goldkolloid-Methode 
konnte ein mittlerer Fehlerwert von 0,7 nm für das Tomogramm aus Abbildung 5.14 
ermittelt werden. Dies zeigt, dass das neu entwickelte Verfahren (siehe Kapitel 3.1.1) eine 
Möglichkeit zum exakten Alignierung von Kippserien amorpher Dünnschnitte bietet. 
Strukturelle Einzelheiten, die durch Überlagerung in 2D-Projektionen verdeckt sind, sind 
mittels Tomographie zugänglich. Das rekonstruierte Objekt lässt sich aus beliebigen 
Richtungen betrachten, um die räumlichen Zusammenhänge einzelner struktureller Details 
sichtbar zu machen. Dies bestätigen die tomographischen Daten von HL-1 Kryo-Schnitten 
(Nominaldicke: 65-85 nm). Die 3D-Rekonstruktionen zeigen Mitochondrien, in denen 
ATP-Synthasen entlang der Cristaemembran erkennbar sind [Abb. 5.14, C und D]. In 
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Abbildung 5.14, B ist zudem ein Schneideartefakt zu erkennen. Die Membran weist in 
dieser Abbildung lokale Verzerrungen (Zickzack-Morphologie) auf, hervorgerufen durch 
in der Regel nur oberflächlich auftretende ‚Crevassen’. In dem hier gezeigten Fall ragen 
diese ‚Crevassen’ teilweise soweit in den Schnitt hinein, dass einzelne Brüche in den sonst 
kontinuierlichen Membranstrukturen auftreten [Abb. 5.14, B (Pfeile)]. 
 
Abbildung 5.14: Kryo-Elektronentomographie an amorphen Dünnschnitten (Nominaldicke: 65 nm) von 
HL-1 Kardiomyozyten. Zum Aufbringen von Goldkolloiden wurde die neu entwickelte Methode 
verwendet. A In der 0°-Projektion der Kippserie sind Bereiche von zwei Mitochondrien, sowie einzelne 
Goldpartikel (Kreise) auf der Schnittoberfläche sichtbar. B In der x-y Projektion der 3D-Rekonstruktion 
sind Artefakte des mechanischen Schneideprozesses zu erkennen, die besonders dominierend an der 
äußeren Membran des linken Mitochondriums (Pfeile) auftreten. C, D Einzelne z-Schichten des 
Tomogramms, wobei (C) einen vergrößerten Ausschnitt aus der umrahmten Fläche in (B) und (D) einen 
in z-Richtung weiter hinten liegenden Bereich der Rekonstruktion darstellt. Vereinzelt sind ATP-
Synthasepartikel (Pfeile) zu sehen, die entlang der Cristaemembran in einer Reihe angeordnet sind. 
Maßstab: 250 nm (A und B), 175 nm (C und D). 
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Bei Betrachtung des tomographischen Datensatzes aus Abbildung 5.15 können im 
parallel zur Längsachse geschnittenen Mitochondrium eindeutig die tubulären, von den 
quer geschnittenen Cristae unterschieden werden. Dabei fällt besonders eine tubuläre 
Verbindung zwischen den Cristaemembranen auf. Diese ‚H’-Verbindung ist circa 19 nm 
breit. Tubulären Verzweigungen der Cristaemembranen wurden bereits in früheren Studien 
beschrieben [Mannella et al. 1994; Mannella et al. 1997; Frey und Mannella 2000; 
Nicastro et al. 2000]. 
 
Abbildung 5.15: Kryo-Elektronentomographie an amorphen Dünnschnitten (Nominaldicke: 65 nm) von  
HL-1 Kardiomyozyten. Für die Alignierung des Tomogramms wurden adsorbierte Quantum Dots 
verwendet. A In der 0°-Projektion der Kippserie sind einzelne Quantum Dots (Kreise) auf der 
Schnittoberfläche sichtbar. Gelegentlich treten diffuse Wolken von Isopentanresten (r) auf den 
Schnittbändern auf. B In der x-y Projektion der 3D-Rekonstruktion sind drei Mitochondrien (m) und das 
endoplasmatische Retikulum (er) zu erkennen. Ein quer geschnittener Mikrotubulus (Pfeil) befindet sich 
in der Nähe eines Mitochondriums. Im zentralen Mitochondrium ist eine Verbindung (umrahmte Fläche) 
zwischen zwei Cristae erkennbar. C Vergrößerter Ausschnitt der umrahmten Fläche in (B). D Die 
Visualisierung zeigt die ‚H’-Verbindung der parallel verlaufenden Cristaemembranen. Dabei zweigen 
sich die untere Membran der oberen Cristae und die obere Membran der unteren Cristae ab, um eine 
Kontaktstelle zu bilden. Maßstab: 200 nm (A und B), 60 nm (C und D). 
 
Wie beweglich biologische Membranen sind, wird an der hohen Plastizität von 
Mitochondrien deutlich. Innerhalb von Sekunden können Mitochondrien durch Teilung 
und Fusion die Gestalt ihrer Netzwerke ändern [Hales 2004; Chan 2006; Zick et al. 2009]. 
Die Abbildung 5.16 verdeutlicht die Dynamik der Mitochondrien. In diesem Tomogramm 
sind zwei Mitochondrien ineinander verschachtelt, wobei das größere Organell das 
kleinere zum Teil umschließt. Ob dieser Zustand zu einer Teilung oder Fusion gehört, kann 
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nicht bestimmt werden. Die tomographischen Daten zeigen, dass die Mitochondrien in den 
HL-1 Kardiomyozyten stets mit dem rauen endoplasmatischen Retikulum (ER) assoziiert 
sind [Abb. 5.15 und 5.16]. Dabei ist bekannt, dass beide Organellen an der Calcium-
Homöostase beteiligt sind [Pizzo und Pozzan 2007]. Insbesondere bei der Steuerung von 
physiologischen Prozessen spielt die Regulierung der Ca2+-Konzentration eine 
entscheidende Rolle. Mitochondrien dienen als Calcium-Speicher, indem sie Calciumionen 
akkumulieren oder sie zur Regulierung wieder in das Zytoplasma freisetzen. Die Fähigkeit 
zum Speichern von Calcium wurde bereits in den sechziger und siebziger Jahren bei 
isolierten Mitochondrien beobachtet [Lehninger 1974; Jacobus et al. 1975]. Die 
elektronendichten, inorganischen Ablagerungen in Abbildung 5.3 und 5.16 stellen 
wahrscheinlich Aggregate aus Calciumphosphat dar [Nicholls und Chalmers 2004]. Um 
die Existenz von Calciumphosphat beweisen zu können, müsste die korrelative 
Mikrospektroskopie, wie beispielsweise die Elektronenenergieverlustspektroskopie an 
amorphen Dünnschnitten, angewendet werden. So könnte die ortsspezifische 




















Abbildung 5.16: Kryo-Elektronentomographie an amorphen Dünnschnitten (Nominaldicke: 65 nm) von 
HL-1 Kardiomyozyten. Für die Alignierung des Tomogramms wurden adsorbierte Quantum Dots 
verwendet. A In der 0°-Projektion der Kippserie sind einzelne Quantum Dots (Kreise) auf der 
Schnittoberfläche sichtbar. Gelegentlich treten Reste von Isopentan (r) auf den Schnittbändern auf. B In 
der x-y Projektion der 3D-Rekonstruktion sind zwei ineinander verschachtelte Mitochondrien (m) zu 
sehen, welche von quer geschnittenen tubulären Strukturen des endoplasmatischen Retikulums (er) 
umgeben sind. Das größere Mitochondrium enthält elektronendichte, inorganische Ablagerungen 
(Pfeilköpfe). C Die Visualisierung stellt das intrazelluläre Arrangement der miteinander verschachtelten 
Mitochondrien (dunkles und helles blau) dar. Zu erkennen sind intramitochondriale, inorganische 
Ablagerungen (rot), sowie die tubulären Membranen des endoplasmatischen Retikulums (gelb), die mit 
Ribosomen (grün) besetzt sind. Maßstab: 200 nm (A und B). 
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5.4 CRYO-PLANING AN VITRIFIZIERTEN PROBEN 
 
Abbildung 5.17: Abtragen vitrifizierter Eisschichten. Diese Darstellung zeigt zwei alternative Wege, mit 
denen Oberflächen vitrifizierter Proben gedünnt werden können. Mittels des Cryo-Planings können 
Proben bis zu einer Dicke von 10 µm bearbeitet werden, während Proben bis zu einer Dicke von 2 µm 
durch das Abtragen mit einem Ionenstrahl gedünnt werden können. 
 
Überschreitet die Plunge-gefrorene Probe auf dem EM-Grid eine Dicke von > 1 µm, lässt 
sie sich nicht mehr mit dem Elektronenmikroskop abbilden. Um elektronentransparente 
Bereiche zu erhalten, müssen daher Eisschichten abgetragen werden. Dies kann durch zwei 
verschiedene Methoden erreicht werden. Bei der neu entwickelten Methode des Cryo-
Planings (siehe Kapitel 3.2) können dünne Schichten des Eisfilms mit einem 
Diamantmesser abgetragen werden. Dadurch entsteht ein gedünnter Bereich auf der 
Eisoberfläche des EM-Grids, der frei von typischen Schneideartefakten ist. Hierbei eignet 
sich dieses Verfahren für Proben bis zu einer Dicke von 10 µm [Abb. 5.17], da unter 
Verwendung des Plunge-Gefrierens maximal diese Dicke vitrifiziert werden kann. Eine 
weitere Möglichkeit zum Dünnen der Probe bietet das FIB-thinning [Marko et al. 2006; 
Marko et al. 2007]. Bei diesem Verfahren wird die Oberfläche von Plunge-gefrorenen 
Proben mit Hilfe eines fokussierten Ionenstrahls abgetragen. Da Nebeneffekte wie 
beispielsweise eine lokale Erwärmung der Probe vermieden werden müssen, können nur 
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geringe Stromstärken des Ionenstrahls zum Einsatz kommen. Dabei ist die Abtragung bei 
dickeren Proben unter Verwendung von niedrigen Stromstärken sehr zeitintensiv (1000 
µm3/5 Minuten). Um die Prozesszeit so weit wie möglich zu minimieren, werden nur 
Proben bis zu einer Dicke von 2 µm verwendet [Rigort et al. 2010]. 
 
5.4.1 ÜBERPRÜFUNG DER GETRIMMTEN OBERFLÄCHE MITTELS KRYO-
FLUORESZENZ UND KRYO-RASTERELEKTRONENMIKROSKOPIE 
Aufgrund der Morphologie der Hefezellen wurde durch Plunge-Gefrieren eine 
Präparatdicke von circa 8 bis 9 µm erzielt. Nach Einbau des vitrifizierten EM-Grids in den 
Cryo-Planing Halter wurden einige Mikrometer (circa 3 µm in 15 Minuten) des amorphen 
Eisfilms durch Cryo-Planing mechanisch abgetragen. Der so erzeugte gedünnte Bereich 
auf dem EM-Grid wurde anschließend unter Kryo-Bedingungen im Epifluoreszenz-
mikroskop analysiert. Hierbei sind die GFP-markierten Zellen eindeutig in der 
Fluoreszenzabbildung zu erkennen [Abb. 5.18, A]. Das Fluoreszenzsignal der gedünnten 
Zellen ist im Gegensatz zu den dicken Proben im unbearbeiteten Eisfilm schwächer. Dies 
resultiert aus der reduzierten Epifluoreszenz im gedünnten Bereich. Da eine Integration des 
Signals über einen längeren Zeitraum unter Kryo-Bedingungen erfolgen kann, lassen sich 
die Strukturen scharf voneinander abgrenzen. 
Die Überprüfung der getrimmten Oberfläche erfolgte im Kryo-Rasterelektronen-
mikroskop unter Verwendung des Sekundärelektronendetektors. Hierfür wurde das 
gedünnte EM-Grid unter Kryo-Bedingungen in die Probenkammer des Mikroskops 
eingeschleust. Die Analyse der Probenoberfläche erfolgte bei -160°C. Abbildung 5.18, B 
zeigt den durch Cryo-Planing abgetragenen Bereich auf der vitrifizierten Probe. Besonders 
auffällig ist die Schneidekante in der SEM-Aufnahme. Da das EM-Grid einerseits fest im 
Cryo-Planing Halter eingespannt und andererseits ausreichend durch den umgebenen 
intakten Eisfilm stabilisiert wurde, treten keine typischen Schneideartefakte auf. Ein 
weiteres Indiz für die mechanische Stabilität ist das präzise Abtragen der Metallstege des 
EM-Grids [Abb. 5.18, B]. Des Weiteren fällt auf, dass sich die abgetragenen Hefezellen 
leicht in der SEM-Abbildung identifizieren lassen. Obwohl das EM-Grid vor der SEM-
Analyse mehrmals transferiert wurde, zeigte die getrimmte Oberfläche bisher keine Brüche 
im Eisfilm. 
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Um die Genauigkeit der Methode des Cryo-Planings zu überprüfen, wurde das Eis, 
welches die Zellen umgibt, sublimiert und die Oberfläche anschließend mittels Kryo-SEM 
analysiert [Abb. 5.18, C]. Die SEM-Aufnahme zeigt, dass die einzelnen gedünnten 
Hefezellen auf dem löchrigen Kohlenfilm aufliegen. Auch bei diesem Versuch ist das 
exakte Abtragen dünner Schichten mit einem Diamantmesser zu erkennen. Besonders sind 
die einzelnen Schnittebenen innerhalb der Hefezellen sichtbar, welche entlang der 
Schneidekante positioniert sind [Abb. 5.18, C (Pfeile)]. In den geschnittenen Hefezellen 
sind zudem intrazelluläre Strukturen detektierbar. 
Abbildung 5.18: Cryo-Planing von GFP-exprimierenden Hefezellen. A Die Kryo-Fluoreszenzmikroskopie 
zeigt die Bereiche auf dem EM-Grid, welche mit dem Diamantmesser abgetragen wurden. Eine 
Vergrößerung des Übergangs ist in der Box sichtbar. Die Eiskante (Pfeilköpfe) trennt den dickeren 
Probenbereich (oberes Dreieck) von der gedünnten Fläche. B Ähnliche Ergebnisse zeigen die 
rasterelektronenmikroskopischen Abbildungen (B, C). Der dicke Eisfilm (oberer Bereich) unterscheidet 
sich eindeutig vom abgetragenen Areal (unterer Bereich). In der Vergrößerung (Box) sind die 
vitrifizierten Hefezellen nur im gedünnten Bereich zu erkennen. Die Pfeilspitzen weisen auf die Eiskante 
hin. C Sublimation eines gedünnten EM-Grids. Die Hefezellen liegen frei auf dem EM-Grid auf. In der 
Vergrößerung (Box) können die geschnittenen Hefezellen leicht von den ungeschnittenen unterschieden 
werden. Des Weiteren sind einige intrazelluläre Strukturen sichtbar. Maßstab: 20 µm (A), 5 µm (B und 
C). 
 
Bisher konnte gezeigt werden, dass es möglich ist, eine vitrifizierte Probe auf einem EM-
Grid in einem Halter einzuspannen, um die Probenoberfläche mechanisch mit einem 
Diamantmesser abzutragen. Die gedünnten Bereiche weisen eine homogene Oberfläche 
auf. Brüche, die durch Ein- oder Ausbau des EM-Grids induziert werden könnten, wurden 
im SEM bisher nicht beobachtet. Eine mechanische Deformation des EM-Grids kann 
jedoch nicht ausgeschlossen werden. Die gedünnten Bereiche lassen sich leicht im Kryo-
SEM identifizieren [Abb. 5.18, B]. Besonders problematisch erwies die Bestimmung der 
verbleibenden Eisdicke, da nur eine sehr grobe Dickenabschätzung des gedünnten Bereichs 
im Stereomikroskop möglich war. Ein Lösungsansatz bestand darin, das Cryo-Planing 
KAPITEL 5. ERGEBNISSE UND DISKUSSION  84 
 
solange fortzusetzen, bis ein Loch im Eisfilm entstand [Abb. 5.19, A]. Ein Loch im Eisfilm 
würde darauf hinweisen, dass sich in der Nähe der Stelle ein elektronentransparenter 
Bereich befindet. Die mit dem Kryo-SEM durchgeführten Dickenmessungen dieses 
Bereichs zeigen, dass circa 6,7 µm der ursprünglichen Probendicke abgetragen wurde und 
die verbleibende Probendicke im gedünnten Bereich circa 1,6 µm beträgt [Abb. 5.19, B]. 
Obwohl das Cryo-Planing an der vitrifizierten Probe solange fortgesetzt wurde bis ein 
Loch im Eisfilm entstand, konnte kein elektronentransparenter Bereich hergestellt werden. 
Es ist jedoch möglich, dass beim Erreichen einer kritischen Eisdicke kleinere Bereiche des 
gedünnten Bereichs herausbrechen können. Weitere Analysen mit dem SEM haben 
gezeigt, dass der Eisfilm auf der Unterseite des EM-Grids nicht gleichmäßig ist. Dies ist 
auf die Oberflächenspannung des Wassers vor der Vitrifizierung der Probe 
zurückzuführen. Durch das Entfernen der überschüssigen Flüssigkeit mit einem 
Filterpapier entstehen konvexe Menisken entlang der Stege des EM-Grids. Dadurch bilden 
sich dickere Eisschichten im äußeren Bereich der einzelnen Maschen. Auch dies könnte 
ein Grund sein, weshalb innere Bereiche einer gedünnten Masche herausbrechen. Eine 
weitere Problematik zeigt Abbildung 5.19. Aufgrund der mehrfachen Transferschritte kann 
die Probe durch Eiskristalle kontaminiert werden, was wiederum die anschließende 
elektronenmikroskopische Untersuchung beeinflusst.  
 
Abbildung 5.19: SEM-Analyse von getrimmten Bereichen auf einem EM-Grid. A Durch Cryo-Planing 
wurden zwei Bereiche auf dem EM-Grid gedünnt. Die dadurch entstandenen Eiskanten (Pfeilspitzen) sind 
eindeutig im SEM-Bild erkennbar. Das Cryo-Planing wurde solange fortgesetzt, bis ein Loch im Eisfilm 
entstand. B In der vergrößerten Darstellung des Ausschnittes in A (gestrichelter Rahmen) ist der 
Übergangsbereich der gedünnten Fläche zur ursprünglichen Probendicke sichtbar. Die Dickenmessungen 
ergaben, dass der Eisfilm circa 6,7 µm abgetragen wurde und die verbleibende Eisschicht 1,6 µm dick ist. 
Zudem sind Eiskristalle verschiedener Größe auf der Oberfläche erkennbar, die durch den Probentransfer 
hervorgerufen werden. Maßstab: 100 µm (A), 10 µm (B). 
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Die ersten Cryo-Planing Versuche zeigten außerdem, dass sich leicht deformierte EM-
Grids nicht zum mechanischen Bearbeiten eignen. Insbesondere Au-Grids können sich 
sehr leicht durch Einspannen in einer Pinzette beim Plunge-Gefrieren bzw. beim Ein- und 
Ausbau des EM-Grids in Probenhaltern verbiegen. Dadurch lassen sich stark verformte 
EM-Grids nicht optimal im Cryo-Planing Halter einspannen. Beim Cryo-Planing 
deformierter EM-Grids können dadurch Bereiche des Netzchens am Diamantmesser 
hängen bleiben und somit zu einem Herausbrechen der Probe oder zum Ausbrechen des 
EM-Grids aus dem Halter führen. Die besten Schneideeigenschaften weisen Cu-Grids auf. 
Diese sind stabiler wie Au-Grids, wodurch sie sich leicht im Cryo-Planing Halter einbauen 
lassen. Das feste Einspannen im Halter gewährleistet die Stabilität, um mit einem 
Diamantmesser einzelne Eisschichten von der Probenoberfläche abtragen zu können. Mo-
Grids zeichnen sich besonders durch ihre Stabilität aus, die bevorzugt bei Proben 
verwendet werden, die für deren Analyse mehrfache Transferschritte benötigen. Da 
Molybdän ein sehr zähes, hartes Element ist, führt das Trimmen des Molybdän-Netzchens 
zur Zerstörung des Diamantmessers. Das Dünnen von Eis-eingebetteten Proben mittels 
Cryo-Planing weist jedoch einen wesentlichen Nachteil auf. Um einen elektronen-
transparenten Bereich herzustellen, muss relativ viel Material von der Oberfläche 
abgetragen werden. Dies bedeutet wiederum, dass bestimmte zelluläre Strukturen durch 
das Abtragen verloren gehen. Somit eignet sich das Dünnen auf dem EM-Grid nur, um die 
Übergangszone zwischen Zelle und Substrat zu analysieren. 
 
5.4.2 INTEGRATION DES CRYO-PLANINGS IN DEN PRÄPARATIONSABLAUF FÜR 
DIE KRYO-ELEKTRONENTOMOGRAPHIE 
Es konnte gezeigt werden, dass beim Cryo-Planing ein großflächiger, homogener, dünner 
Bereich auf dem EM-Grid hergestellt werden kann. Untersuchungen mit dem Kryo-SEM 
haben gezeigt, dass bisher kein elektronentransparenter Bereich auf dem EM-Grid erzeugt 
werden konnte. Um Cryo-Planing als eigenständige Methode zu verwenden, bedarf es 
einer quantitativen Untersuchung der getrimmten Probenoberfläche mit dem Kryo-
Rasterelektronenmikroskop. Bisher können die gedünnten Bereiche für das anschließende 
FIB-thinning verwendet werden. Das Abtragen mit einem fokussierten Ionenstrahl ist 
durch die heterogene Probendicke eingeschränkt. Dies zeigt sich besonders bei 
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eukaryotischen Zellen und größeren Strukturen. Es lässt sich auf die unterschiedliche 
Morphologie der biologischen Proben und auf die Menge der auf dem EM-Grid 
verbleibenden Flüssigkeit zurückführen. Dabei stellt vor allem die unregelmäßige 
Oberfläche beim Dünnen mit dem Ionenstrahl unter Verwendung eines flachen 
Bestrahlungswinkels (unter 10°) ein Problem dar. Da Inhomogenitäten im Eis zu einem 
Abschattungseffekt führen, wird eine homogene Abtragung des Eisfilms erschwert. 
Hierbei bietet das Verfahren des Cryo-Planings die Möglichkeit, Unregelmäßigkeiten der 
vitrifizierten Probe zu minimieren und so eine große, homogene Fläche auf dem EM-Grid 
zu erzeugen. Die so erzeugte Probe kann anschließend sehr präzise mit dem fokussierten 
Ionenstrahl bearbeitet werden. Während die vom Eisfilm bedeckten Proben nur sehr 
schwer im Kryo-SEM identifiziert werden können, sind die mittels Cryo-Planing 
abgetragenen, zellulären Proben sehr leicht im homogenen Eisfilm zu erkennen. Zudem 
kann die fluoreszierende Zielstruktur mittels korrelativer Kryo-Fluoreszenzmikroskopie 
auf dem EM-Grid identifiziert und lokalisiert werden. Die so erhaltenen Informationen 
ermöglichen ein exaktes Wiederfinden der Probenstelle im Zweistrahl-FIB-Mikroskop. 
Nach dem gezielten und präzisen Dünnen der Probe mit Hilfe eines Gallium-Ionenstrahls, 
kann der elektronentransparente Bereich tomographisch analysiert werden. 
Das Schema in Abbildung 5.20 zeigt eine Übersicht der Schritte von der Kryo-
Probenherstellung, über das Dünnen von Proben, der Erstellung von Übersichtsaufnahmen, 
bis hin zur Tomographie. 
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Abbildung 5.20: Wege, um Proben zu dünnen. Dargestellt sind die verschiedenen Strategien zum Dünnen 
von Proben. Die Abbildung zeigt die einzelnen Schritte inklusive der benötigten Transferschritte, der 
Navigation und Manipulation der vitrifizierten Probe, sowie die Kryo-Elektronentomographie. 
 
5.4.3 ALTERNATIVE ZUR DICKENMESSUNG VON GETRIMMTEN 
PROBENOBERFLÄCHEN 
Üblicherweise kann mit Hilfe der Interferenzfarben an Dünnschnitten deren Dicke 
abgeschätzt werden. Dieses Phänomen wurde erstmals bei Plastikschnitten beschrieben 
[Peachey 1958; Sakai 1980]. Dabei können je nach Schnittdicke und Berechungsindex des 
geschnittenen Materials unterschiedliche Farben im Stereomikroskop beobachtet werden 
[Abb. 5.21, A], wenn die hergestellten Plastikschnitte auf der Wasseroberfläche flotieren. 
Dieses Phänomen der Interferenzfarben beruht auf die konstruktive oder destruktive 
Interferenz der mehrfach reflektierten Teilstrahlen an dünnen Schichten optisch 
transparenter Materialien [Abb. 5.21, B]. 
Ähnlich wie bei den Plastikschnitten können auch an Kryo-Schnitten Interferenzfarben 
beobachtet werden. So können z. B. folgende Farben auftreten [Abb. 5.21, C]: 50 nm – 
silber, 100 nm – gelb, 125 nm – pink und 200 nm – blau. Eine Dickenabschätzung müsste 
somit auch an gedünnten Kryo-Proben erfolgen können. In der Praxis könnte dies durch 
Messungen der entsprechenden Wellenlängen mit Laserinterferometer erfolgen. Ähnliche 
KAPITEL 5. ERGEBNISSE UND DISKUSSION  88 
 
Experimente wurden bereits an Plastikschnitten durchgeführt, deren Dicke bis zu einer 
Genauigkeit von 1 nm ermittelt werden konnte [Gillis und Wibo 1971]. 
 
 
Abbildung 5.21: Interferenzfarben zum Abschätzen der Probendicke. A Bereits beim Anfertigen von 
Plastikschnitten können Interferenzfarben durch das Stereomikroskop beobachtet werden. Dabei treten 
die Farben in Abhängigkeit von der Schnittdicke und vom Berechungsindex des geschnittenen Materials 
auf. Dargestellt ist hier die Farbskala von Plastikschnitten [Reid 1974]. B Die Interferenz kommt durch 
konstruktive und destruktive Interferenz der mehrfach reflektierten Teilstrahlen zustande. C Auch beim 
Kryo-Schneiden sind Interferenzfarben an Kryo-Schnittbändern sichtbar. Dabei können beispielsweise 






Die größte Herausforderung der Kryo-ET ist die Visualisierung makromolekularer 
Strukturen in Proben, die Dicken von > 1 µm aufweisen. Eine Möglichkeit, diesem Ziel 
näher zu kommen, besteht darin, hinreichend dünne Schnitte der Probe anzufertigen und 
diese zu untersuchen. Diese Methode wird auch als Kryo-Ultramikrotomie bezeichnet. 
Mittels der gewonnenen amorphen Dünnschnitte (< 100 nm) und deren anschließende 
tomographische Untersuchung kann ein struktureller dreidimensionaler Einblick in 
eukaryotische Zellen gewonnen werden. Jedoch liefert eine derartige Abbildung nur ein 
Bruchteil der gesamten Informationen über deren zellulären Strukturen. Ideal wäre es 
daher, die komplette Struktur durch Zusammensetzung mehrerer serieller tomographischer 
Datensätze (serielles Kryo-Schneiden) zu erhalten. Dies setzt jedoch ein beträchtliches 
handwerkliches Können, sowie Fortschritte in der Automatisierung und Möglichkeiten 
zum Hochdurchsatz voraus, welche bisher noch nicht verfügbar sind.  
Die in dieser Arbeit vorgestellte Methode des Cryo-Planings kann prinzipiell als 
eigenständige Methode angewendet werden, um elektronentransparente Bereiche im 
gedünnten Eisfilm zu erzeugen. Bisher ist es jedoch schwierig, die verbleibende 
Probendicke im Stereomikroskop abzuschätzen. Unter Berücksichtigung der 
Interferenzfarben, welche an dünnen Schichten auftreten, könnte eventuell die Probendicke 
bestimmt werden. Für diesen Zweck müsste jedoch ein entsprechender Aufbau im 
Ultramikrotom erfolgen. Gleichzeitig würde ein schmaleres Diamantmesser (idealerweise 
0,5 mm oder kleiner) ein mehrmaliges Trimmen der Oberfläche ermöglichen. Als 
problematisch erweisen sich außerdem die mehrfachen Transferschritte, die zur 
Beeinträchtigung der gedünnten Probe und zu deren Kontamination mit Eiskristallen 
führen können. Die Entwicklung eines speziellen Transferhalters wäre daher 
erstrebenswert. Denkbar wäre zudem die Verwendung von so genannten ‚Autogrids’ (FEI,
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 Eindhoven, Niederlande), die sich durch einen besonders stabilen Rand auszeichnen und 
mechanische Belastungen durch mehrmaliges Einspannen und Klemmen minimieren. Des 
Weiteren können die mittels der Cryo-Planing-Methode gedünnten Proben zum 
anschließenden Focused-Ion-Beam (FIB) thinning verwendet werden. Dadurch ergeben 
sich folgende Vorteile für den FIB-Ansatz: 1.) die homogene Fläche kann ideal mit dem 
Ionenstrahl bearbeitet werden, ohne dabei den Sputterprozess durch Unregelmäßigkeiten 
der Eisoberfläche zu beeinträchtigen und 2.) die biologische Probe ist sehr leicht im 
getrimmten Bereich zu erkennen. Beide Vorteile führen zur Beschleunigung der 
Bearbeitungszeit mit dem FIB und reduzieren somit die Strahlenexposition der Probe. 
Dennoch weist das Cryo-Planing, ebenso wie das Abtragen mit einem fokussierten 
Ionenstrahl, einen gravierenden Nachteil auf. Durch das Entfernen der oberen Schichten 
geht Material entlang der z-Achse verloren. Bei Verwendung adhärenter Zellen könnte so 
nur der Übergangsbereich zwischen Zelle und Substrat abgebildet werden. Ein Großteil der 
zellulären Bereiche fehlt somit in diesem gedünnten Volumen. Um diese Bereiche 
miterfassen zu können, müssen andere technische Ansätze entwickelt werden. Einen 
Lösungsweg stellt das Manipulieren der Probe mit einem Ionenstrahl dar, um so 
unterschiedlich dünne Probengeometrien zu erhalten [Heymann et al. 2006]. Dieses 
Verfahren ermöglicht u.a. das Herstellen von Lamellen oder Zylindern. Die Proben werden 
anschließend mit einem Nanomanipulator auf einem EM-Grid befestigt und mit dem 
Elektronenstrahl analysiert. Bisher konnte diese Methode jedoch nur an in Harz 
eingebetteten Proben durchgeführt werden. 
Des Weiteren zeigen die gedünnten Proben die gleiche Alignierungsproblematik, wie bei 
Kryo-Schnitten. Üblicherweise wird Plunge-gefrorenen Proben kolloidales Gold vor der 
Vitrifizierung beigefügt, um die Goldkolloide zum späteren Alignieren der Projektionen 
verwenden zu können. In dieser Arbeit wurde eine neue Methode entwickelt, um 
Goldkolloide auf Kryo-Schnitte oder gedünnte Oberflächen aufzubringen. Diese Technik 






Bestimmung der Gesamtosmolalität verschiedener physiologischer Lösungen und 
Gefrierschutzmittel: 
 
Tabelle 5.1: Messungen der Osmolalität bei verschiedenen physiologischen Lösungen und 
Gefrierschutzmittel. Die Messwerte der Gesamtosmolalität werden in mOsmol/kg angegeben. 
Lösung 1. Wert 2. Wert 3. Wert Mittelwert Standard-
abweichung 
PBS 278 281 280 280 1,53 
DMEM 317 318 324 320 2,08 
20 %iges Dextran in PBS 413 424 414 417 6,08 
20 %iges Dextran in DMEM 445 451 452 449 3,79 
10 %iges Glycerin in Wasser 1763 1759 1760 1761 3,33 
Kommerzieller Kryo-Schutz 4040 4060 4070 4057 15,28 
 
Tabelle 5.2: Messungen der Osmolalität von Wasser und zellgeeigneten Medien nach Zugabe von 20 % 
Dextran (w/v). Die Messwerte der Gesamtosmolalität werden in mOsmol/kg angegeben. 




20 %iges Dextran in 
destilliertem Wasser 
100 95 114 103 9,85 
Dialysiertes 20 %iges Dextran 
in destilliertem Wasser 
32 34 34 33 1,15 
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Lichtgeschwindigkeit   c = 2,9978·108 ms-1 
Elementarladung    e = 1,602·10-19 C 
Ruhemasse des Elektrons   m0 = 9,1091·10-31 kg 
Ruheenergie des Elektrons   E0 = m0c2=511 keV 
Plancksches Wirkungsquantum  h = 6,6256·10-34 Nms 
         = 4,136·10-15 eVs 
Atomgewicht    Da = 1,6605387313·10-24 g 







2D  zweidimensional 
3D  dreidimensional 
Abb.  Abbildung 
ATP  Adenosin-5’-Triphosphat 
BSA  Rinderserumalbumin, bovine serum albumin 
CCD  charge coupled device 
FIB  fokussierter Ionenstrahl, focused ion beam  
DNA  Desoxyribonukleinsäure, deoxyribonucleic acid 
EM  Elektronenmikroskopie 
ET  Elektronentomographie 
FBS  fötales Kälberserum, fetal bovine serum 
FEG  Feldemissionsquelle, field emission gun 
GFP  grün fluoreszierendes Protein, green fluorescent protein 
HGW hyperquenched glassy water  
Da  Dalton 
LN2  flüssiger Stickstoff 
M. gryphiswaldense  Magnetospirillum gryphiswaldense 
N.A.  numerische Apertur 
PBS  Phosphatgepufferte Salzlösung, phosphate buffered saline 
QD  Quantenpunkt, quantum dot 
SDS  Natriumdodecylsulfat 
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SEM  Rasterelektronenmikroskopie, scanning electron microscopy 
SNR  Signal zu Rausch-Verhältnis, signal to noise ratio 
Tab.  Tabelle 
TEM  Transmissionselektronenmikroskopie 
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